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Cyanobakterien sind photosynthetische Bakterien, die Chlorophyll a sowie 
akzessorische Pigmente (z.B. Carotinoide und Phycobiliproteine) zur 
autotrophen Energiegewinnung nutzen. Sie zählen zu den fakultativ aeroben, 
Gram-negativen Bakterien und bilden eine eigenständige Gruppe unter den elf 
bakteriellen Phyla (Saker et al., 2009). 
Während ihrer langen evolutionären Entwicklung mit über 3,2 Milliarden 
Jahren (Schopf und Parker, 1987) haben Cyanobakterien eine äußerst große 
Diversität morphologischer Formen entwickelt. Grundsätzlich werden kokkoide 
und filamentöse Cyanobakterien (verzweigt und unverzweigt) unterschieden, 
die teilweise ausdifferenzierte Zellen entwickeln wie Heterozysten, Akineten, 
Hormogonien und Baeozyten. Darüber hinaus weisen Cyanobakterien durch 
vielfältige Adaptationen an Umweltbedingungen ubiquitäres Vorkommen auf 
und können als Matte, Wasserblüte oder als Kolonie eine Vielzahl an 
unterschiedlichen Habitaten mit teilweise extremen Bedingungen besiedeln und 
sowohl in heißen Quellen, Böden, Seen, Gletschern oder Wüsten sowie im Salz-, 
Frisch- und Brackwasser nachgewiesen werden (Jaiswal et al., 2008; Saker et 
al., 2009).  
Die Zuordnung der Cyanobakterien zu den Prokaryonten (vorher Blau-Grün-
Algen) erfolgt erst seit 1978 nach einem Antrag von Stanier und Mitarbeitern. 
Eine Klassifizierung in fünf Ordnungen erfolgte zunächst ausschließlich anhand 
morphologischer Kriterien (Rippka et al., 1979). Mittlerweile werden 
molekularbiologische und biochemische Methoden genutzt, um die Zuordnung 
und Einteilung der Cyanobakterien in phylogenetische Stammbäume zu 
verifizieren.  
Die lange evolutionäre Entwicklung und große morphologische Variabilität 
sowie das ubiquitäre Vorkommen der Cyanobakterien bei unterschiedlichsten 
Umweltbedingungen resultieren in einem großen Spektrum an cyanobakteriell 




1.1 Cyanobakterien als Naturstoffproduzenten 
Seit den 1950er Jahren wurden bioaktive Metabolite mariner Organismen 
beschrieben. Viele dieser Substanzen sind von industriellem Nutzen und 
wurden bereits biochemisch charakterisiert und in klinischen Studien getestet 
(Newman und Cragg, 2004). Insgesamt wurden bisher mehr als 10.000 dieser 
Substanzen isoliert, die unter anderem von Schwämmen, Seescheiden, 
Schnecken oder Korallen synthetisiert wurden (Tan, 2006). Besonders marine 
Cyanobakterien, speziell die benthisch lebenden Arten, scheinen die größte 
potentielle Quelle für die Entdeckung neuer Substanzen mit bioaktiver Wirkung 
darzustellen (Gerwick et al., 2001; Sivonen und Börner, 2008). Bisher wurden 
ca. 800 Substanzen beschrieben, die von marinen Cyanobakterien produziert 
wurden (Tan, 2007; Blunt et al., 2009).  
Eine große Gruppe dieser so genannten „Naturstoffe― sind die Toxine, die ihrer 
Wirkung entsprechend in die Untergruppen Hepatotoxine (z.B. Microcystin und 
Cylindrospermopsin), Neurotoxine (z.B. Anatoxin-A) sowie Dermatotoxine (z.B. 
Lyngbyatoxin-A) unterteilt werden (Sivonen, 1996; Carmichael 2001) und in 
Abbildung 1 dargestellt sind.  
Abbildung 1: Konfigurationsformel der im Text beschriebenen Toxine Microcystin 
(1), Cylindrospermopsin (2), Anatoxin-A (3) und Lyngbyatoxin-A (4) (modifiziert nach 








Darüber hinaus können die bioaktiven Naturstoffe antibakterielle, antivirale, 
fungizide, immunosuppressive oder enzyminhibierende Eigenschaften haben 
(Burja et al., 2001). Zu den bedeutendsten cyanobakteriell produzierten nicht 
humantoxischen Naturstoffen zählen unter anderem die in Abbildung 2 
dargestellten Substanzen Curacin A (Wirkung gegen Krebs), Barbamid 
(molluscidale und herbizide Wirkung), Fischerellin A (fungizide und herbizide 
Wirkung) und Jamaicamid A (Natrium-Kanal-Blocker).  
 
Abbildung 2: Konfigurationsformel der im Text beschriebenen cyanobakteriell 
synthetisierten Naturstoffe Curacin A (5), Barbamid (6), Fischerellin A (7) und 
Jamaicamid A (8) (modifiziert nach Smith und Doan, 1999; Tan, 2006). 
 
Generell gelten filamentöse Cyanobakterien, im Vergleich zu einzelligen Arten, 
als „bessere― Naturstoff-Produzenten. Insgesamt wurden ca. 50% der bisher 
beschriebenen Naturstoffe von Spezies der Ordnung III (Oscillatoriales) 
produziert (Gerwick et al., 2008), wobei die benthische Gattung Lyngbya mit 
anteiligen 30% als effektivster Produzent dieser Ordnung gilt (Gerwick et al., 
2001). 
 
1.2. Synthese der Naturstoffe 
Die Produktion dieser bioaktiven (toxischen und nicht-toxischen) 
Sekundärmetabolite kann auf „klassischem Weg― durch die ribosomale 
Peptidsynthese erfolgen. Dabei findet im Anschluss an die Transkription der 
DNA in mRNA, die Translation der mRNA in Peptide am Ribosom statt. 








Hilfsenzyme, sowie Transkriptions- und Translationsfaktoren (Details siehe z.B. 
Nelson und Cox, 2001; Seyffert 2003). Im Anschluss an die Synthese können 
die Peptide einer Vielzahl von (meist proteolytischen) Modifikationen 
unterliegen, die denen der nicht-ribosomalen Synthese (siehe Kap. 1.2.3.1.5) 
ähneln (McIntosh, 2009).  
Als bedeutendste Gruppe der ribosomal synthetisierten Naturstoffe mit 
antibiotischer Wirkung gelten die Lantibiotika, z.B. Nisin und Epidermin 
(Marahiel et al., 1997), die unter anderem von Lactococcus lactis produziert 
werden (de Vuyst und Vandamme, 1992), sowie das antibiotisch wirksame 
Cyanobactin Patellamid A (siehe Abbildung 3). 
 
Abbildung 3: Konfigurationsformel des ribosomal synthetisierten Lantibiotikums 
Nisin (9) sowie des Cyanobactins Patellamid A (10) (modifiziert nach Moore, 2008). 
 
Des Weiteren können viele Naturstoffe über ribosomen- und 
nukleinsäureunabhängige Synthesewege synthetisiert werden: Bei dieser nicht-
ribosomalen Synthese von Naturstoffen sind die autonom arbeitenden, 
multifunktionalen Enzymkomplexe „Non-Ribosomal Peptide Synthetases― 
(NRPS) und die „Polyketide Synthases― (PKS, siehe Kap. 1.2.2-1.2.4.1) 
involviert. Anders als in der ribosomalen Peptidsynthese werden die Peptide 
dabei nicht direkt in der DNA kodiert, sondern an großen Enzymkomplexen 
synthetisiert, welche gleichzeitig als Template und biosynthetische Maschinerie 






1.2.1 Geschichte der Entdeckung der nicht-ribosomalen 
Peptidsynthese 
Die ersten Beobachtungen zur nicht-ribosomalen Synthese von Peptiden 
datieren bis in die 1960er Jahre zurück. Bei Untersuchungen zu den zyklischen 
Decapeptiden Tyrocydin und Gramicidin S, welche von Bacillus brevis 
synthetisiert werden, konnte gezeigt werden, dass die Produktion der beiden 
Peptide weder von den Antibiotika Puromycin, Chloramphenicol und 
Chlorotetracyclin noch durch die Zugabe von RNase negativ beeinflusst wurde 
(Mach et al., 1963; Spaeren et al., 1966). Wurden die Ergebnisse zunächst noch 
mit „extraktionsbedingten Unterschieden der Ribosomen― erklärt (Spaeren et 
al., 1966), zeigten Lipmann und Mitarbeiter Ende der 60er Jahre, dass 
Aminosäuren bei der Gramicidin Synthese in einem zweistufigen, ATP-
abhängigen Prozess als Aminoacyl-Adenylat kovalent an ein Enzym gebunden 
werden (Gevers et al., 1968). Die Organisation und Spezifität des „Polyenzyms― 
seien dabei entscheidend für die Primärsequenz der Aminosäuren (Kleinkauf et 
al., 1968). Die Entdeckung der Modularität der Enzyme und des 
Fließbandmechanismus sowie des „Thiotemplat-Mechanismus― zur 
Peptidsynthese (Lipmann et al., 1971; Laland und Zimmer, 1973; Kurahashi, 
1974) vervollständigten die Etablierung der Theorie zu nicht-ribosomalen 
Peptidsynthetasen. Mittels DNA-Sequenzierung konnte Ende der 1980er Jahre 
das erste NRPS-Gencluster sequenziert werden (Marahiel et al., 1985; 
Weckermann et al., 1988) und die Aufklärung der Funktion des Cofaktors 
erfolgte 1996 durch Stein und Mitarbeiter. Die genauen Abläufe der nicht-
ribosomalen Peptidsynthese werden in den folgenden Abschnitten erklärt, 
weitere historische Details können dem Review von Felnagle und Mitarbeitern 





1.2.2 Aufbau und Funktion der „Non-Ribosomal Peptide 
Synthetases“ (NRPS) und „Polyketide Synthases“ (PKS) 
Obwohl die Produkte der nicht-ribosomalen Peptidsynthese strukturell und 
funktional große Unterschiede aufweisen (siehe Abb. 1 und 2), sind die 
beteiligten Enzymkomplexe „Non-Ribosomal Peptide Synthetases― (NRPS) und 
„Polyketide Synthases― (PKS) bzw. die enzymatische Synthese signifikant 
ähnlich. Die Naturstoffe werden durch einen „Fließbandmechanismus― am 
Enzymkomplex synthetisiert, wobei einzelne Vorläufermoleküle (Bausteine) in 
aufeinander folgenden Schritten kondensiert werden (siehe auch Abb. 9, Kap. 
1.2.3.2). Biochemisch liegt diesem Prozess ein Thiotemplat-Mechanismus zu 
Grunde, der in Kapitel 1.2.3.1.2 ausführlich beschrieben wird. Die große Vielfalt 
der Naturstoffe ist einerseits in der großen Anzahl der verwendbaren Bausteine 
begründet, die nicht nur auf die 21 proteinogenen Aminosäuren (L-
Selenocysteine eingeschlossen) beschränkt ist, sondern über 350 verschiedene 
Moleküle umfasst, wie Hydroxy-, N-methylierte-, ß- und D-Aminosäuren in der 
NRPS-Synthese sowie Carbonsäuren (häufig Acetat) bei der PKS-Synthese 
(Kleinlauf und von Döhren 1990; Caboche et al., 2008; Sattely et al., 2008). 
Andererseits können diese Sekundärmetabolite einer Vielzahl an 
posttranslationalen Modifikationen unterliegen, die erhebliche 
Strukturveränderungen bewirken und in linearen, zyklischen oder verzweigt-
zyklischen Peptiden resultieren.  
 
1.2.3 Organisation der NRPS in Modulen 
Aufgebaut sind diese multifunktionalen Enzyme aus einer linearen Abfolge an 
Modulen, deren Anzahl und Reihenfolge entscheidend für die Struktur des 
Peptids sind. Ein Modul ist definiert als Einheit, die für den Einbau eines 
Vorläufermoleküls in die wachsende Polypeptidkette verantwortlich ist 
(Marahiel et al., 1997), wobei der Einbau der Substrate colinear zur Anordnung 
der Module erfolgt.  
Auf Grund ihres Aufbaus werden dabei zwei Klassen unterschieden (Shen, 
2003): Bei Enzymen der Klasse I sind die katalytischen und Transport-




II-Enzyme hingegen bestehen aus mehreren Proteinen, die sich nur während 
der Synthese in räumlicher Nähe befinden und keine kovalenten Bindungen 
eingehen (Sattely et al., 2008). Darüber hinaus werden bei der Art der Synthese 
drei Typen unterschieden. Lineare NRPS (Typ A) nutzen während der 
Naturstoffsynthese jedes Modul nur einmal (siehe auch Abb. 9, Kap. 1.2.3.2), 
während iterative Enzyme (Typ B) die Module in mehrfach wiederholten Zyklen 
nutzen. Enzyme des Typ C (nicht-lineare NRPS) nutzen lediglich einzelne 
Module mehrfach (Mootz et al., 2002).  
Die funktionellen Einheiten der Module stellen verschiedene Domänen dar, die 
katalytisch unabhängig voneinander arbeiten und für die Substraterkennung 
und -aktivierung, die Kondensierung der Vorläufermoleküle, die Terminierung 
des Syntheseprozesses sowie diverse posttranslationale Modifikationen 
verantwortlich sind und in den folgenden Kapiteln beschrieben werden.  
 
1.2.3.1 Die funktionellen Einheiten der Module: Domänen 
Insgesamt wurden bisher zehn verschiedene Domänen identifiziert (Sieber und 
Marahiel, 2005). Die Mindestausstattung eines funktionalen Moduls besteht 
aus den Adenylierungs-, Thiolations- und Kondensations-Domänen. Die 
Funktionen der einzelnen Domänen werden in den folgenden Abschnitten 
beschrieben.  
 
1.2.3.1.1 Adenylierungs-Domäne (A-Domäne) 
Die Erkennung und Aktivierung des einzubauenden Vorläufermoleküls in das 
nicht-ribosomale Peptid erfolgt an der Adenylierungs-Domäne (A-Domäne), die 
somit als Kontrollinstanz dient und ausschlaggebend ist für die Primärsequenz 
des nicht-ribosomalen Peptids. Innerhalb dieser Domäne, deren Größe ca. 550 
Aminosäuren umfasst, befinden sich zehn konservierte Regionen (siehe Tab. 1), 
deren Funktion hauptsächlich in der ATP-Bindung und Adenylierung liegt 







Tabelle 1: Zusammenstellung konservierter Aminosäure-Konsensussequenzen der 
















Die Erkennung und Aktivierung des Substrates erfolgt in einem zweistufigen 
Prozess, bei dem zunächst die Carboxylgruppe der einzubauenden Amino- oder 
Carboxylsäure erkannt und mittels magnesiumabhängiger ATP-Hydrolyse 
aktiviert wird (siehe Abb. 4; von Döhren et al., 1997). Dabei weisen A-Domänen 
eine hohe Substratspezifität auf und erkennen jeweils nur ein Substrat. Die 
Bindung der erkannten Aminosäure erfolgt an den Sequenzmotiven A4, A5 und 
A10 (Conti et al., 1997; siehe Tab. 1), entscheidend dabei sind zehn konservierte 
Aminosäuren an den Positionen 235, 236, 239, 278, 299, 301, 322, 330, 331 und 
517 (Stachelhaus et al., 1999). Die genetische Aufklärung der A-Domänen-
Sequenz kann unter Verwendung von Datenbanken die Voraussage der 
Substraterkennung und Aktivierung analog des Triplett-Codes der ribosomalen 
Peptidsynthese erlauben (siehe auch Kap. 3.2.2). Die Amplifizierung der A-
Domäne kann mittels PCR und degenerativen Primern erfolgen (auch siehe Tab. 
5, Kap. 2.4), das Produkt umfasst etwa 1 kb und die konservierten Regionen A2 






Abbildung 4: Schematische Darstellung der ATP-abhängigen Aktivierung des 
Substrates zum Einbau in ein nicht-ribosomal synthetisiertes Peptid (modifiziert nach 
Finking und Marahiel, 2004). 
 
Die Aktivierung der Aminosäure verläuft analog zu der Aminoacyl-tRNA-
Synthetase während der ribosomalen Peptidsynthese (Arnez et al., 1997). Das in 
der ATP-abhängigen Aktivierung entstandene reaktive Intermediat (Aminoacyl-
Adenylat) wird anschließend auf die Thiolations-Domäne übertragen und an 
den konservierten Thiol-Rest des Cofaktors 4'-Phosphopantetheine (4'PP) 
kovalent gebunden. 
 
1.2.3.1.2 Thiolations-Domäne (T-Domäne) 
Die Thiolations-Domäne (oder Peptidyl-Carrier Protein - PCP) ist ein 80 bis 100 
Aminosäuren umfassendes, nicht-katalytisches, flexibles Transportprotein. 
Zunächst muss die inaktive apo-Form des Enzyms in die aktive holo-Form 
überführt werden. Dies geschieht durch einen von der 4'-Phosphopantetheinyl-
Transferase katalysierten Transfer der 4'-Phosphopantetheine-Gruppe von 
Coenzym A an einen konservierten Serin-Rest des PCP (siehe Abb. 5; Lambolot 





Abbildung 5: Schematische Darstellung der Überführung der inaktiven apo-Form des 
Peptidyl-Carrier Protein (PCP) in die aktive holo-Form mittels 4'-Phosphopantetheinyl-
Transferase und Coenzym A (modifiziert nach Lambolot et al., 1996). 
 
Durch die Integration der Thiol-Gruppe in das Peptidyl-Carrier Protein kann 
anschließend ein nukleophiler Angriff auf das reaktive Aminoacyl-AMP 
erfolgen, welches in der A-Domäne aktiviert wurde (siehe Abb. 4, Kap. 1.2.3.1.1). 
In Abbildung 6 ist dieser zweite Schritt der Aminosäure-Aktivierung dargestellt.  
Abbildung 6: Schematische Darstellung des nukleophilen Angriffs der integrierten 
Thiol-Gruppe des Peptidyl-Carrier Proteins auf das reaktive Aminoacyl-AMP 
(modifiziert nach Finking und Marahiel, 2004). 
 
Das kovalent gebundene Substrat wird anschließend an die Kondensations-




aktivierten Substrat der stromabwärts liegenden A-Domäne geknüpft wird. 
Dabei fungiert das PCP als „flexibler Arm―, um die Substrate zwischen den 
katalytischen Domänen zu transportieren.  
 
1.2.3.1.3 Kondensations-Domäne (C-Domäne) 
Die C-Domäne ist verantwortlich für die Kondensation zweier aktivierter 
Moleküle (siehe Abb. 7). Diese, etwa 450 Aminosäuren umfassenden Domänen, 
liegen jeweils zwischen zwei A- und T- Domänen (mit Ausnahme der ersten A-
Domäne).  
Die Bildung einer Peptidbindung (Amid- oder Esterbindung) geschieht durch 
einen nukleophilen Angriff des Amins, Imins oder der Hydroxylgruppe des 
stromabwärts liegenden, PCP-gebundenen Substrates auf die Acylgruppe des 
stromaufwärts liegenden Moleküls (Abb. 7; Finking und Marahiel, 2004). Dabei 
besitzt jede C-Domäne einen Donor- (Bindestelle für das Nukleophil) sowie 
einen Akzeptorteil (Bindestelle für das Elektrophil; Belshaw et al., 1999; Linne 
und Marahiel, 2000).  
 
Abbildung 7: Schematische Darstellung der Peptidbindung zwischen der aktivierten 
und der PCP-gebundenen Aminogruppe mittels C-Domäne (Details siehe Text; 
modifiziert nach Finking und Marahiel, 2004). 
A: A-Domäne; PCP: Peptidyl-Carrier Protein; C: Kondensations-Domäne. 
 
Nachdem die Peptidbindung ausgebildet wurde, kann das um eine Aminosäure 
verlängerte Peptid eine weitere Kettenverlängerung mit der folgenden, 
aktivierten und PCP gebundenen Aminosäure durchführen (siehe Abb. 8). Die 
Beförderung der Substrate wird durch die flexiblen PCP-Domänen 





Abbildung 8: Schematische Darstellung einer Kettenverlängerung im Anschluss an 
die Verknüpfung von zwei Aminosäuren zu einem Dipeptid (Details siehe Text; 
Fortsetzung der in Abb. 7 dargestellten „Startsynthese―; modifiziert nach Finking und 
Marahiel, 2004). 
A: A-Domäne; PCP: Peptidyl-Carrier Protein; C: Kondensations-Domäne. 
 
Diese gerichtete Synthese setzt sich bis zum letzten Modul des Enzyms fort, an 
welchem die Termination und Freilassung des Peptids erfolgt. Während des 
gesamten Elongationsprozesses bleiben sowohl die wachsende Peptidkette als 
auch die aktivierten Bausteine kovalent an den Enzymkomplex gebunden 
(Finking und Marahiel, 2004; Du und Lou, 2010).  
 
1.2.3.1.4 Thioesterase bzw. Terminations-Domäne (TE-Domäne) 
Am letzten Modul des Multienzymkomplexes ist in den meisten Fällen die etwa 
250 Aminosäuren umfassende TE-Domäne lokalisiert. Thioesterasen gehören 
zur Familie der α/β-Hydrolasen. In ihrem katalytischen Zentrum sind die 
hochkonservierten Aminosäuren Serin, Histidin und Asparagin verantwortlich 
für die Freisetzung des Peptids. Hat das Peptid die maximale Länge erreicht, 
bildet die Hydroxylgruppe des Serins mit dem Peptid einen Acylester (Acyl-O-
TE-Intermediat), welches anschließend einem nukleophilen Angriff unterliegt. 
Dieser kann entweder durch Wasser, was in einem linearen Peptid resultiert, 
oder durch eine interne funktionelle Gruppe (Hydroxyl- oder Aminogruppe) zu 
einem zyklischen Peptid erfolgen (Du und Lou, 2010). 
Es bestehen darüber hinaus noch eine Vielzahl beschriebener 




eingegangen wird, die unter anderem in den Reviews von Sieber und Marahiel 
(2005) sowie Du und Lou (2010) nachgelesen werden können.  
 
1.2.3.1.5 Produkt-modifizierende Domänen 
Die Modifikation der NRPS oder PKS synthetisierten Peptide kann zeitgleich 
zur Synthese oder im Anschluss daran erfolgen. Eine Besonderheit dieser 
Peptide besteht in der Existenz von D-Aminosäuren, welche enzymatisch durch 
Epimerisierungs-Domänen (E-Domäne) erzeugt werden. Nachdem an der A-
Domäne die L-Aminosäure aktiviert und als Adenylat an das PCP gebunden 
wurde (siehe Kap. 1.2.3.1.1), epimerisiert die E-Domäne die L- in die D-Form, 
welche in das Polypeptid integriert wird (Walsh et al., 2001).  
Des Weiteren kann eine Methylierung einzelner Aminosäuren an Stickstoff- 
oder Kohlenstoff-Atomen im Molekül erfolgen. Katalysiert wird dieser Prozess 
von Methyltransferasen (MT-Domäne), wobei S-Adenosylmethionin als 
Cosubstrat (Lieferant der Methylgruppe) fungiert (Sattely et al., 2008). Eine 
Heterozyklisierung der Peptide kann im Anschluss an die Bildung der 
Peptidbindung durch Zyklisierungs-Domänen (Cy) geschehen. Diese ersetzen 
die C-Domäne, wobei sie analog arbeiten (siehe Kap. 1.2.3.1.3). Die Zyklisierung 
erfolgt an Cystin-, Serin- oder Threonin-Resten durch Bildung eines Thiazolin 
bzw. Oxazalin-Rings (Challis und Naismith, 2004). Außerdem können durch 
Glykosilierungen nachträglich Hexose-Derivate in das Peptid integriert werden 
(Sattely et al., 2008). Darüber hinaus können Oxidasen (O), Reduktasen (R) 
und Halogenasen (H) weitere Modifikationen am nicht-ribosomalen Peptid 





1.2.3.2 Zusammenfassende Darstellung einer nicht-ribosomalen 
Peptid Synthese 
Die Synthese des Tyrocidin A (siehe Abb. 9) erfolgt durch einen 
Multienzymkomplex des Typ A (siehe Kap. 1.2.3), bestehend aus drei NRPS 
(TyrA, TyrB und TyrC). Diese werden in einem Gen-Cluster codiert und lassen 
sich in insgesamt zehn Module (M1-M10) differenzieren. An jeder A-Domäne 
(A) wird die entsprechende Aminosäure spezifisch erkannt, als Aminoacyl-AMP 
aktiviert (siehe auch Kap. 1.2.3.1.1) und an das Peptidyl-Carrier Protein bzw. die 
T-Domäne (T) kovalent gebunden (siehe auch Kap. 1.2.3.1.2). Dabei wandeln an 
den Modulen M1 und M4 die Epimerisierungs-Domänen (E) die L-Form der 
Aminosäure in die D-Form um (siehe auch Kap. 1.2.3.1.5). Die Peptidbindung 
wird zwischen der stromabwärts und der stromaufwärts liegenden Aminosäure 
an der Kondensations-Domäne (C) geknüpft und das naszierende Peptid wird 
auf das jeweils stromabwärts liegende PCP übertragen (siehe auch Kap. 
1.2.3.1.3). 
Abbildung 9: Zusammenfassende und schematische Darstellung einer nicht-
ribosomalen Peptidsynthese am Beispiel der Tyrocidin A-Synthese, die durch die drei 
„Nonribosomal Peptide Synthetases“ (TyrA, TyrB und TyrC) erfolgt (modifiziert nach 
Felnagle et al., 2008; Details siehe Text). 
 
Die Freisetzung des Peptids erfolgt an der Terminations-Domäne (Te) durch 
einen intramolekularen nukleophilen Angriff der Aminogruppe auf den 
Sauerstoff nachdem die letzte Peptidbindung geknüpft wurde (siehe auch Kap. 
1.2.3.1.4). Das entstandene zyklische Peptid Tyrocidin A (siehe Abb. 10) wird 







Abbildung 10: Struktur- und Konfigurationsformel des nicht-ribosomal 
synthetisierten Tyrocidin A (Details siehe Text) (modifiziert nach Schwarzer et al., 
2003; Felnagle et al., 2008). 
 
1.2.4 Polyketid-Synthasen (PKS) 
Obwohl der generelle Ablauf bei der Naturstoffsynthese bei NRPS und PKS 
ähnlich verläuft, sind signifikante Unterschiede zu verzeichnen (Cane und 
Walsh, 1999), da Polyketid-Synthasen eher den Fettsäure-Synthasen (FAS) 
ähneln (Finking und Marahiel, 2004). Im Gegensatz zu den NRPS, bei denen 
hauptsächlich Aminosäuren und Aminosäurederivate erkannt und aktiviert 
werden, sind Carbonsäuren die Bausteine der PKS (und FAS; Barrios-Llerena et 
al., 2007). Aufgebaut sind Polyketid-Synthasen ebenfalls aus Modulen, deren 
funktionelle Einheiten Domänen bilden (analog zu den NRPS), die sich jedoch 
in ihrer Struktur und Nomenklatur unterscheiden. Die Erkennung der 
Carbonsäuren erfolgt an der Acyltransferase-Domäne (AT-Domäne), der 
Transport des gebildeten Acyl-Thioesters wird vom „Acyl-Carrier-Protein― 
(ACP-Domäne) bewerkstelligt. Die Verknüpfung der beiden Carbonsäuren (C-C-
Bindung) erfolgt mittels Claisen-Kondensation (Acylierung eines Esters durch 
einen zweiten Ester bzw. mit einer Carbonylgruppe, resultierend in einem β-
Ketoester oder β-Diketon; für eine detaillierte Beschreibung der Reaktion siehe 
Heath und Rock, 2002) durch die β-Ketoacylsynthase (KS-Domäne). Die 
Termination findet durch den in Kapitel 1.2.3.1.4 beschriebenen Thioesterase-
Prozess statt. Ferner können Polyketid-Synthasen modifizierende Domänen 
besitzen, z.B. β-Ketoacylreduktasen (KR), Dehydratasen (DH), Enoylreduktasen 
(ER) oder Methyltransferasen (MT; Du und Lou, 2010). In Tabelle 2 sind die 





Tabelle 2: Vergleichende Darstellung der Nomenklatur und Funktion der Domänen 
bei „Non-Ribosomal Peptide Synthetases― (NRPS) und „Polyketid Synthases― (PKS) 
sowie prominente Vertreter der produzierten Naturstoffe (Details siehe Text). 
Abkürzungen der modifizierenden Domänen siehe Kap.1.2.3.1.5 und oben aufgeführten 
Text. 
Funktion NRPS PKS 
Erkennung und 
Aktivierung 
Aminosäuren (A-Domäne) Carbonsäuren (AT-Domäne) 
Transport  PCP-Domäne ACP-Domäne 
Art der Bindung C-N (C-Domäne) C-C (KS-Domäne) 
Modifizierende 
Domänen 








Bleomycin, Microcystin, Curacin A, Barbamid, Jamaicamid, Myxalamid 
 
Unterteilt werden Polyketid-Synthasen auf Grund ihrer Struktur in drei 
Klassen. Zusätzlich zu den Enzymen der Klassen I und II, wie sie unter 1.2.3 
beschrieben wurden, können PKS der Klasse III Coenzym A direkt als Baustein 
nutzen, ohne die Verwendung des ACP (siehe Kap. 1.2.3.1.2, Sattely et al., 
2008).  
 
1.2.4.1 NRPS/ PKS Hybride 
Für eine weitere Erhöhung der Produktvariabilität der nicht-ribosomalen 
Peptidsynthese sorgen gemischte NRPS/PKS-Hybride, die Domänen beider 
Enzymklassen aufweisen (Du und Lou, 2010). So enthält z.B. die Bleomycin-
Synthetase (NRPS) in der Mitte ein eigenständiges PKS-Modul, während bei der 
mittels Polyketid-Synthase katalysierten Synthese von Myxalamid ein NRPS-




1.3 Relevanz in der Medizin 
Naturstoffe haben traditionell eine hohe Bedeutung in der Medizin und viele 
heutzutage verwendete Medikamente und Wirkstoffe sind natürlichen 
Ursprungs. In der Krebstherapie wurden beispielsweise 60%, bei der 
Bekämpfung von Infektionen sogar 75% der verwendeten Substanzen aus der 
Natur gewonnen (Cragg et al., 1997; Newman et al., 2003). Außerdem werden 
viele strukturverwandte Substanzen nach dem natürlichen Vorbild synthetisiert 
und finden medizinische Anwendung, z.B. TZT-1027, dessen Strukturanalog das 
von der Breitfußschnecke Dolabella auricularia synthetisierte Dolastatin 10 ist 







Abbildung 11: Konfigurationsformel von Dolastatin 10 bzw. dessen Strukturanalog 
TZT-1027 (modifiziert nach Simmons et al., 2005).  
 
Besonders im klinischen Bereich gewinnt die Entwicklung neuer und effektiver 
antibiotischer Substanzen zusehends an Bedeutung, da die Zahl resistenter und 
multiresistenter Bakterien, speziell in Krankenhäusern, stetig steigt (Gold und 
Moellering, 1996). Sogar die Verwendung neuartiger Antibiotika führt schnell 
zu Resistenzen. Zeigten bereits kurz nach der Entdeckung und Verwendung von 
Penicillin 14% der isolierten Staphylococcus-Stämme eine Resistenz, sind 
heutzutage nahezu alle im Krankenhaus isolierten Staphylococcen resistent 
gegen Penicillin (Walsh, 2000). Die chemische Herstellung und Entwicklung 
der Antibiotika war in den letzten Jahren wenig effektiv, so dass in den 
vergangenen vier Jahrzehnten keine neuen Antibiotika mit durchschlagender 






Strategien zielen auf das Verständnis der bakteriellen Prozesse ab, in der 
Hoffnung, neue Ansatzpunkte für Medikamente zu schaffen. Darüber hinaus 
sind die nicht-ribosomal synthetisierten Naturstoffe mit antibakterieller 
Wirkung, wie Vancomycin, Daptomycin, Tyrocidin und Gramicidin S, in den 
Fokus geraten, da diese eine hohe strukturelle Vielfalt und mannigfaltige 
Wirkung auf Bakterien haben. Die Synthese dieser Peptidantibiotika erfolgt, wie 
in den Kapiteln 1.2.2-1.2.4 beschrieben, durch autonom arbeitende Module 
innerhalb der NRPS- und PKS-Enzymkomplexe. Die Substraterkennung und 
Aktivierung erfolgen dabei an lediglich acht bis zehn Aminosäuren innerhalb 
der A-Domänen (siehe Kap. 1.2.3.1.1). Gerichtete Mutationen, Deletionen und 
der Austausch von Domänen können zukünftig neue kombinatorische 
Möglichkeiten für die Synthese innovativer Antibiotika erlauben (Sieber und 
Marahiel, 2005).  
 
1.4 Detektion und Identifizierung von Naturstoffen  
Die Detektion von Molekülen, die bereits biochemisch charakterisiert wurden, 
kann anhand etablierter Systeme und Methoden ohne großen experimentellen 
Aufwand durchgeführt werden. Bei einer Identifizierung unbekannter Moleküle 
mit bioaktiver Wirkung bedarf es allerdings einer Vielzahl chemischer Analysen. 
Dabei können verschiedene Methoden, z.B. MALDI-TOF, Gas-
Chromatographie, HPLC-MS, UV/VIS, NMR und andere analytische Verfahren 
genutzt werden, um Charakteristika der Substanzen empirisch zu ermitteln und 
um letztendlich den Naturstoff identifizieren zu können. Da es sich zunächst um 
komplexe Substanzgemische handelt, müssen die Naturstoffe in 
präanalytischen Arbeitsschritten aufgereinigt, isoliert und aufkonzentriert 
werden (Gey, 2008). Die Möglichkeiten zur Aufreinigung der Substanz sind 
ebenfalls mannigfaltig und können unter anderem die Fraktionierung und 
Extraktion des Naturstoffs anhand der Polarität, Größe oder anderer 
biochemisch-physikalischer Parameter umfassen. Es muss allerdings 
gewährleistet werden, dass der Naturstoff stabil bleibt und bei Fraktionierungen 
stets detektiert werden kann. Zu diesem Zweck können zum Beispiel 




der Analysen muss zudem sichergestellt werden, dass die Synthese der 
Naturstoffe unter den vorherrschenden Kultivierungsbedingungen erfolgt und 
dass der Sekundärmetabolit intra- oder extrazellulär existent ist.  
Zusätzlich zu den strukturellen Analysen der Naturstoffe werden vermehrt 
molekularbiologische Methoden zur Identifizierung der Sekundärmetabolite 
genutzt. Die Verfahren, bei denen anhand der genetischen Informationen 
Rückschlüsse auf Moleküle oder Synthesewege geschlossen werden können, 
werden unter dem Begriff „genome mining― zusammengefasst (Challis, 2008; 
Kalaitzis et al., 2009). Das „Screening― bakterieller Isolate auf die Präsenz der 
Naturstoff-Gene kann mittels standardisierter PCR-Protokolle und 
degenerativer Primer erfolgen (Neilan et al., 1999; Christiansen et al., 2001; 
Barrios-Llerena et al., 2007). Die Sequenzierung der amplifizierten A-Domänen 
sowie die Verwendung von Datenbanken kann anschließend Aussagen über die 
Zusammensetzung des Naturstoffs ermöglichen (siehe auch Kap. 1.2.3.1.1 und 
Kap. 3.2.2).  
Eine Identifizierung der Naturstoffe kann außerdem durch Kombination aus 
molekularbiologischer Detektion der Naturstoff-Gene sowie der chemischen 
Analyse der produzierten Substanzen ergehen. Methodisch erfolgt eine 
Inaktivierung der entsprechenden Gene, so dass der Organismus nicht mehr in 
der Lage ist, Naturstoffe zu produzieren. Zum ersten Mal erfolgte die 
Zuordnung eines cyanobakteriell produzierten Peptids als nicht-ribosomal 
synthetisierter Naturstoff für das Toxin Microcystin (siehe auch Abb.1, Kap. 1.1) 
durch Insertionsmutagenesen des myc-Gens (Dittmann et al., 1997). Ausgehend 
von dem bereits biochemisch charakterisierten Toxin (Krishnamurthy et al., 
1986) konnten die Autoren das entsprechende Gen inaktivieren und 
anschließend die Produktion des Toxins bei der Mutante und dem Wildtyp 
dokumentieren. In weiteren Arbeiten gelang durch die Herstellung von Fosmid-
Bibliotheken die Sequenzierung des gesamten Microcystin-Operons (Nishizawa 
et al., 2000; Tillett et al., 2000). 
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1.5 Ziel der Arbeit 
1.5.1 Stand der Forschung 
Erste Untersuchungen an dem in dieser Arbeit behandelten filamentösen 
marinen Cyanobakterium Stamm Flo1 wurden bereits im Jahr 2000 
durchgeführt. Dabei konnte im Kulturüberstand des Organismus nach dessen 
Wachstum eine hemmende Wirkung auf andere Bakterien und Eukaryonten 
nachgewiesen werden (Heyduck-Söller und Fischer, 2000). Die 
Charakterisierung und Identifizierung dieser hemmenden Substanz(en) wurde 
von den Autoren allerdings nicht durchgeführt. 
Im Rahmen einer Diplomarbeit (Schrübbers, 2007) wurde Stamm Flo1 
physiologisch und molekularbiologisch erstmalig charakterisiert. Aufgrund der 
genetischen Untersuchungen konnte der Stamm der Familie 
Pseudanabaenaceae und dem Genus Geitlerinema (sensu Anagnostidis und 
Komarek, 2005) der Ordnung III (Oscillatoriales sensu Rippka et al., 1979) 
zugeordnet werden. Als nächster beschriebener Verwandter zu Stamm Flo1 
konnte Geitlerinema Stamm PCC 7105 identifiziert werden, der als 
Referenzorganismus mit untersucht wurde und dessen Kulturüberstand auch in 
der vorliegenden Dissertation zu Vergleichszwecken Verwendung fand (siehe 
Kap. 3.7).  
Darüber hinaus wurde Stamm Flo1 im Rahmen einer Dissertation auch schon 
als Modelorganismus zur Produktion von Biomolekülen verwendet (Caicedo et 
al., 2010). Dabei wurden unter anderem der Einfluss des Mediums und die 
Verwendung unterschiedlicher Extraktionsmethoden auf entsprechende 
Hemmwirkungen untersucht, eine Identifizierung der hemmenden 
Substanz(en) fand jedoch nicht statt. 
Als nachweislicher Produzent von bioaktiven Molekülen ist Stamm Flo1 für 
weitere Untersuchungen äußerst relevant und von biotechnologischem 
Interesse. Die Ursache für die Wirkung antibiotischer Substanzen des 
Kulturüberstandes konnte in den oben genannten Arbeiten nicht identifiziert 
werden. 
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Das ebenfalls in der vorliegenden Arbeit untersuchte filamentös verzweigte 
Süßwasser-Cyanobakterium Fischerella ambigua der Ordnung V 
(Stigonematales sensu Rippka et al., 1979) zeigte eine kontinuierliche 
Braunfärbung des Kulturmediums über einen Zeitraum von zwei bis vier 
Wochen. Diese Verfärbung war lichtabhängig und erfolgte kontinuierlich. Auf 
Grund der Korrelation zwischen Lichtintensität und Verfärbung des Mediums 
könnte es sich bei der sekretierten Substanz um eine Komponente mit 
Lichtschutzfunktion handeln.  
 
1.5.2 Aufgabenstellung 
Im Fokus der vorliegenden Arbeit stand die Identifizierung cyanobakteriell 
produzierter Naturstoffe. Dabei sollten sowohl der farblose, antimikrobiell 
wirksame Kulturüberstand von Stamm Flo1 als auch der gefärbte 
Kulturüberstand von Fischerella ambigua untersucht werden.  
Die Fähigkeit der verwendeten Cyanobakterien zur Produktion von nicht-
ribosomal synthetisierten Naturstoffen sollte mittels PCR und degenerativen 
Primer ermittelt bzw. bestimmt werden. Anschließend sollte eine Strategie zur 
Identifizierung der Naturstoffe entwickelt werden. Dazu sollten zunächst 
molekularbiologische Methoden genutzt werden, um das Naturstoff-Gen bzw. –
Operon zu sequenzieren. Durch eine an die ermittelten physikochemischen 
Anforderungen der Substanz angepasste chemische Analyse sollte der 
Naturstoff anschließend isoliert und die bioaktive Wirkung untersucht werden. 
Darüber hinaus sollte die Korrelation zwischen hemmender Wirkung des 
Kulturüberstandes und der detektierten NRPS/PKS-Gene untersucht werden. 
Darüber hinaus sollte ein Knock-Out der NRPS-Gene mittels homologer 
Rekombination erfolgen, um den von Stamm Flo1 produzierten Naturstoff 
anschließend mittels HPLC-Analyse identifizieren zu können. 
Der gefärbte Kulturüberstand von Fischerella ambigua sollte anhand 
chemischer Analysen untersucht werden. Dazu sollte die gefärbte Substanz 
mittels diverser präanalytischer Aufreinigungen isoliert und aufkonzentriert 
werden, um diese anschließend mittels HPLC-MS identifizieren zu können. 
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II. Material und Methoden 
2.1 Herkunft der verwendeten Stämme und 
Kultivierungsbedingungen 
In der vorliegenden Arbeit wurden verschiedene Bakterien- und 
Cyanobakterienstämme verwendet. Die Herkunft der verwendeten Stämme 
sowie die standardmäßig eingesetzten Kulturbedingungen und Medien sind in 
Tabelle 3 zusammengefasst dargestellt. Die Zusammensetzungen der Medien 
sind im Anhang (Kap. IX.1) aufgeführt.  
Die Kultivierung der Cyanobakterien erfolgte versuchsabhängig in sterilen 
Erlenmeyerkolben (EMK) mit Zellstopfen, 12 ml Rollrandgläschen (RRG) mit 
Aluminiumdeckel, 1,5 l Fernbachkolben (FK) oder 600 ml Glasröhren (GR) mit 
Gummistopfen. Die Anzuchtsgefäße EMK, RRG und FK wurden entweder bei 
21°C im Brutraum oder im Gallenkamp-Inkubator, die GR in einem 
temperaturkonstanten Aquarium bei 24°C gehältert. Die Lichtintensität betrug 
5 µE. Die Kulturgefäße zur Anzucht des Stammes Fischerella ambigua wurden 
auf einem Schüttler bei 55-60 rpm und 5 µE inkubiert. Für die Untersuchungen 
zur Produktion der gefärbten Substanz(en) wurde die Lichtintensität 
versuchsabhängig auf 20-30 µE erhöht. Die Kultivierung der chemotrophen 
Bakterien und Hefen erfolgte ausschließlich im EMK oder auf Agarplatten im 
Brutschrank bei entsprechender Temperatur.  
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Tabelle 3: Zusammenfassung der in der vorliegenden Arbeit verwendeten 
Mikroorganismen, Medien und Kultivierungsbedingungen. Die Zusammensetzung der 
verwendeten Medien ist am Anhang (Kap. IX.1) dargestellt. 
AG: Arbeitsgruppe; PAR: Photosynthetically Active Radiation; PCC: Pasteur Culture 
Collection; UFT: Zentrum für Umweltforschung und nachhaltige Technologien 
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2.2 Licht- und elektronenmikroskopische Aufnahmen 
Von den in dieser Arbeit untersuchten Cyanobakterien Stamm Flo1 und 
Fischerella ambigua wurden sowohl licht- als auch elektronenmikroskopische 
Aufnahmen erstellt. Für die lichtmikroskopischen Aufnahmen wurde das Zeiss 
Axio Imager.M2 Mikroskop verwendet, die Aufnahmen wurden mittels 
AxdioCam MRm gemacht. Die elektronenmikroskopischen Aufnahmen führte 




Die Extraktion der genomischen DNA der verwendeten Cyanobakterienstämme 
erfolgte mittels Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol und anschließender 
Isopropanolfällung. Dazu wurden nach 7 Tagen Wachstum bei 21°C jeweils 2 ml 
Cyanobakterienkultur in ein Eppendorf Reaktionsgefäß (ERG) überführt und 
die Zellen abzentrifugiert (10.000 rpm für 10 min), zweimal in TES-Puffer (10 
mM Tris-HCl, 10 mM EDTA, 0,2% SDS; pH 8,0) gewaschen (Zentrifugation 
siehe oben), und das Pellet wurde in TEN-Puffer (100 mM Tris-HCl, 50 mM 
EDTA, 100 mM NaCl; pH 8) resuspendiert. Anschließend erfolgten zur 
Entfernung von Polysacchariden die Zugabe von N-Lauroylsarcosin 
(Endkonzentration 0,1%) und eine Inkubation für 30 min bei 4°C. Die Zellen 
wurden abzentrifugiert (siehe oben), der Überstand verworfen, das Pellet mit 
TES gewaschen und in 1 ml TES resuspendiert. Anschließend erfolgte zum 
Aufbruch der Zellwand die Zugabe von Lysozym (1 mg/ml, Inkubation für 60 
min bei 37°C), SDS (Endkonzentration 1%, Inkubation für 15 min in bei 37°C) 
sowie Proteinase-K (Endkonzentration 50 µg/ml, Inkubation für 60 min bei 
37°C). Die Extraktion der DNA erfolgte durch die Zugabe eines Volumenanteils 
Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol (25:24:1 [v/v/v]) mit anschließender 
Zentrifugation bei 13.000 rpm für 15 min und 4°C. Die wässrige Phase wurde in 
ein neues ERG überführt. Im Anschluss wurden zur Fällung der DNA 2/3 
Volumenanteile NaCl (5 M) und 1 Volumenanteil Isopropanol (abs.) zugegeben. 
Die Ansätze wurden per Hand durchmischt und bei 13.000 rpm und 4°C für 20 
min zentrifugiert. Das DNA-Pellet wurde mit Ethanol (70%) gewaschen, in TE-
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Puffer (10 mM Tris-HCl, 1 mM EDTA; pH 7,4) oder nukleasefreiem Wasser 
resuspendiert und bei 4°C gelagert. Die Qualität und Quantität der DNA wurden 
am NanoDrop (ND-1000 Spectrophotometer, Thermo Scientific) bestimmt.  
 
2.4 „Polymerase Chain Reaction (PCR)“ - generelle 
Versuchsdurchführung 
Die in dieser Arbeit durchgeführten PCRs wurden, soweit nicht anders 
angegeben, wie folgt durchgeführt. Die eingesetzten Reagenzien fanden 
Verwendung in folgenden Endkonzentration: Puffer: 1x; MgCl2: 2,25 mM; 
dNTP's: 0,2 µM; Primer: je 1 µM; Polymerase: 0,5 U. Als Polymerase wurde die 
TrueStart Taq (Fermentas) eingesetzt, das generelle Protokoll der PCR ist in 
Tabelle 4 dargestellt. Die Annealing-Temperatur ist primerabhängig und wurde 
bei jedem Versuch entsprechend angepasst (siehe Tab. 5). Die 
elektrophoretischen Auftrennungen der PCR-Produkte erfolgten im Anschluss 
mittels 1%igem Agarose-Gel bei 80 V über 60 min, die Visualisierung der 
Banden mit Ethidiumbromid und UV-Licht (BioDoc Imaging System mit 
Benchtop 2UV Transilluminator). 
 
Tabelle 4: Dokumentation des routinemäßig angewandten Cycler-Programms bei 
Verwendung der TrueStart Polymerase. 
*: Abhängig von dem verwendetem Primerpaar wurde die Annealing-Temperatur 




Dauer [sec] Wiederholungen 
Start-Denaturierung 95  120 1x 
Denaturierung 95  30  
29x Primer-Annealing * 30 
Polymerisation 72  90 
Endamplifikation 72  300 1x 
Abkühlen 4 1  1x 
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Tabelle 5: Liste der verwendeten Primer mit Angabe der Spezifität, Sequenz, 
Annealing-Temperatur (AT) sowie der Quelle. 
*: Die unterstrichenen Sequenzbereiche sind die Restriktionsschnittstellen der Enzyme, 










AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 58 Lane (1991) 
1494R GTACGGCTACCTTGTTACGAC 58 




GCNGGYGGYGCNTAYGTNCC 58 Neilan (1999) 











TGTAAAACGACGGCCAGT 54 QIAGEN 





GTCCTCGATCCCTGTCTCAAACCCG 71 diese Arbeit 
NRPS_GSP2-
fw 
TACATCGGTGGGGCGGGAATCGCA 71 diese Arbeit 
NRPS_GSP3-
rev 
AGCATCCGGAGGTATAAATGACGTAAGC 68 diese Arbeit 
NRPS_GSP4-
rev 
AACGTTGGGCGGTTCTGGGGATTCT 69 diese Arbeit 
AP-1 
Adapter-Primer 
GTAATACGACTCACTATAGGGC 58 AG Becker 





ATTTGACGCCAACGCCCGGGGAA 68 diese Arbeit 
PKS_GSP2-
fw 
TCATCAAGGGATCGGCGATCAACAATG 68 diese Arbeit 
PKS_GSP3-
rev 
ATGGTGCAGAGAAAATCGACATTGTTCC 67 diese Arbeit 
PKS_GSP4-
rev 
GAATAGAGGTTCATCAGATAGGTGCTG 67 diese Arbeit 
SBlot-fw 
Southern-Blot 
AGCCAACGCCTCGAAACCATC 56 diese Arbeit 





TTccatggAGCCAACGCCTCGAAACCATC* 60 diese Arbeit 
LF-rev(XbaI) AAtctagaGACGGTGATGTTGTGCTGGC* 60 diese Arbeit 
RF-
fw(BamHI) 
AAggatccTTGGCATCAACTGGCCGCAG* 60 diese Arbeit 
RF-rev(NcoI) TTccatggTTTGACCTGGTTGTGGATGCG* 60 diese Arbeit 
Kana-fw Southern-
Blot/PCR 
GAGCCATATTCAACGGGAAA 51 diese Arbeit 
Kana-rev CGAGCATCAAATGAAACTGC 51 diese Arbeit 
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2.4.1 Amplifikation und Sequenzierung der 16S rDNA  
Im Anschluss an die DNA-Extraktion (siehe Kap. 2.3) wurde eine PCR (siehe 
Tab. 4, Kap. 2.4) zur Amplifikation der 16S rDNA mit den Primern 27F und 
1494R (siehe Tab.5, Kap. 2.4) und mit einer Annealing-Temperatur von 58°C 
durchgeführt. Die Aufreinigung und Aufkonzentrierung der PCR-Produkte 
erfolgte mittels „DNA Clean & Concentrator Sample Kit― (Zymo Research) nach 
Herstellerangaben. Die PCR-Produkte des Stammes Fischerella ambigua 
wurden direkt sequenziert (Firma GATC, Konstanz). Für Stamm Flo1 wurde 
eine zusätzlich Klonierung der 16S-rDNA-PCR-Produkte in den Vektor pDrive 
und eine Transformation in E. coli Stamm DH5α, wie im folgenden Kapitel 2.4.2 
beschrieben, durchgeführt. 
 
2.4.2 Aufreinigung, Klonierung und Sequenzierung der PCR-
Produkte 
Für die Klonierung wurde der Vektor pDrive (QIAGEN, siehe Abb. 12) 
verwendet.  
Abbildung 12: Darstellung des verwendeten Vektors pDrive (3,85 kb) mit Angabe der 
Restriktionsschnittstellen an der „multiple cloning site― und den Antibiotika-Resistenz-
Kassetten (Quelle: QIAGEN). 
 
Die für die Ligation einzusetzende Menge an PCR-Produkt (siehe Kap. 2.4.1) 
errechnete sich dabei nach folgender Gleichung: 
 
(ng Vektor x Größe des Insert [kb] / Größe des Vektors [kb]) x3 
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Die Konzentration der aufgereinigten PCR-Produkte (siehe Kap. 2.4.1) wurde 
am NanoDrop gemessen und entsprechend benötigte Mengen in ein ERG 
pipettiert. Die Ligation des Vektors mit dem Insert erfolgte über 2 Stunden bei 
4°C mittels T4-Ligase (New England Biolabs). Anschließend wurde das Enzym 
für 10 min bei 70°C inaktiviert. 
1 µl des so entstandenen Vektors wurde zusammen mit 50 µl der kompetenten 
E. coli DH5α Zellen (siehe Tab. 3, Kap. 2.1), mit einer OD600 nm von 0,6-1,0, kurz 
auf Eis inkubiert. Mittels Elektroporation (MicroPulser, Biorad; 2,5 kV für 5 ms) 
wurde der Vektor in die Zellen transformiert. Diese wurden nach einer Stunde 
Inkubation bei 37°C zusammen mit 40 µl XGal (2%) und IPTG (20%) auf LB-
Platten (siehe Anhang, Kap. IX.1) mit Kanamycin (100 µg/ml) ausplattiert 
(„Blue-White-Screening―) und für 16 bis 18 Stunden bei 37°C im Brutschrank 
inkubiert.  
 
2.4.2.1 Kolonie-PCR zur Überprüfung der Insertgröße 
Die positiv transformierten Zellen (weiße Koloniefarbe, siehe Kap. 2.4.2) 
wurden auf die Präsenz des richtigen Insert getestet. Dazu wurde eine Kolonie-
PCR wie folgt durchgeführt: Pro Ansatz wurden je 1 µl M13F/M13R-Primer 
(siehe Tab. 5, Kap. 2.4), 2 µl Puffer (inkl. MgCl2), 1 µl dNTP's (je 10 mM) und 
0,5 µl „HomeTaq― (bereitgestellt von der Arbeitsgruppe „Evolutionäre 
Entwicklungsgenetik― von Prof. Becker, UFT, Universität Bremen) in ein PCR-
Cup pipettiert. Mittels Zahnstocher wurde je eine Kolonie gepickt und Biomasse 
in das Cup gegeben. Die PCR-Reaktion erfolgte wie in Tabelle 6 angegeben. 
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Tabelle 6: Verwendetes Kolonie-PCR-Programm zur Überprüfung der erfolgreichen 




Dauer [sec] Wiederholungen 
Start-Denaturierung 94 180 1x 
Denaturierung 94 30  
34x Primer-Annealing 54 60 
Polymerisation 72  60 
Endamplifikation 72  420 1x 
Abkühlen 4 1  1x 
 
Die am Zahnstocher verbliebene Biomasse wurde auf LB-Agarplatten (mit 100 
µg/ml Kanamycin) ausgestrichen und bei 37°C über Nacht inkubiert. 
Nachweislich positiv transformierte Zellen wurden in flüssiges LB-Medium 
inokuliert und nach Wachstum über Nacht bei 37°C wurden die Plasmide 
mittels „Easy Prep Pro Miniprep Kit― (Biozym) nach Herstellerangaben aus den 
Zellen extrahiert und für weitere Versuche eingesetzt.  
 
2.4.3 Erstellung von phylogenetischen Stammbäumen 
Die Sequenzierungen der PCR-Produkte (siehe Kap. 2.4.1) bzw. des Vektors mit 
16S rDNA-Insert (siehe Kap. 2.4.2.1) führte die Firma GATC (Konstanz, 
Deutschland) durch. Die Bearbeitung der Sequenzen erfolgte mit den 
Programmen ChromasPro (Version 1.5) und BioEdit (Version 7.0.9.0; Hall, 
1999). Durch einen Vergleich der resultierenden Nukleotidsequenz mit den 
Daten der NCBI-Datenbank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov) konnten die 
Referenzsequenzen übernommen und mit Angabe der „accession-number― für 
die Konstruktion der Stammbäume verwendet werden. Das Alignment wurde 
mit den Programmen ClustalX (Version 2.1; Larkin et al., 2007) und GeneDoc 
(Version 2.7.000; Nicholas et al., 1997) erstellt. Die Generierung der 
phylogenetischen Stammbäume erfolgte mit der Maximum Likelihood Methode 
und den Programmen NJ-Plot (Perrière und Gouy, 1996) sowie Mega3 (Version 
5.05; Tamura et al., 2011). Statistisch wurden die Stammbäume durch 
1000fache Wiederholungen der Bootstrap-Analysen abgesichert. 
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2.5 Detektion der Naturstoff-Gene für NRPS und PKS 
Die Detektion der Naturstoff-Gene für NRPS und PKS an den Stämmen Flo1 
und PCC 7105 erfolgte mittels PCR (siehe Tab. 4, Kap. 2.4) und der 
degenerativen Primerpaare MTF2/MTR sowie DKF/DKR (siehe Tab. 5, Kap. 
2.4). Dabei wurden Magnesiumkonzentrationen von 2,25 mM (NRPS) bzw. 2,0 
mM (PKS) eingesetzt. Die Primer binden an hochkonservierten Regionen 
innerhalb der A-Domäne (NRPS, siehe Kap. 1.2.3.1.1) bzw. KS-Domäne (PKS, 
siehe Kap. 1.2.4). Die resultierenden PCR-Produkte sollten demnach eine Länge 
von ~1 kb (NRPS) bzw. ~700 bp (PKS) aufweisen. Als Positivkontrollen 
fungierte DNA der Cyanobakterienstämme PCC 73102 und PCC 7122 (Neilan et 
al., 1999; Christiansen et al., 2001). 
 
2.5.1 Sequenzierung der A- und KS-Domänen 
Die A-Domänen- und KS-Domänen-Banden von Stamm Flo1 wurden nach 
elektrophoretischer Auftrennung aus dem Gel ausgeschnitten, aufgereinigt, in 
den Vektor pDrive ligiert und in E. coli DH5α kloniert (analog der 16S rDNA-
Produkte, siehe Kap. 2.4.2). Nach deren Wachstum auf Agarplatten wurde die 
Größe des Inserts mittels Kolonie-PCR verifiziert (siehe Kap. 2.4.2.1). Je zehn 
Kolonien der nachweislich positiven Klone wurden in flüssiges LB-Medium 
inokuliert. Im Anschluss an das Zellwachstum bei 37°C für 18 Stunden erfolgte 
die Extraktion der Plasmide (mit A- bzw. KS-Domänen Insert) aus den 
jeweiligen zehn Kulturen mittels „Easy Prep Pro Miniprep Kit― (Biozym) nach 
Herstellerangaben. 
Diese Plasmide wurden anschließend mit dem M13-Primerpaar sequenziert. Die 
Auswertung der Sequenzen erfolgte mit den Programmen „ChromasPro― und 
„BioEdit― (siehe Kap. 2.4.3). Anhand dieser Sequenzinformationen wurden die 
Primer GSP1-GSP4, LF-fw/-rev, RF-fw/-rev sowie SBlot-fw/-rev (siehe Tab. 5, 
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2.6 RAGE-PCR zur Amplifikation der angrenzenden 
Sequenzbereiche 
Nach der Sequenzierung der Plasmide bzw. der A- (NRPS) und KS-Domäne 
(PKS, siehe Kap. 2.5.1) sollten die angrenzenden Sequenzbereiche mittels 
RAGE-PCR („Rapid amplification of genomic ends―) amplifiziert und 
sequenziert werden. Dazu wurden jeweils vier genspezifische Primer innerhalb 
der A- bzw. KS-Domäne erstmalig konstruiert (GSP1-fw, GSP2-fw, GSP3-rev, 
GSP4-rev, siehe Tab.5, Kap. 2.4). Bei einer RAGE-PCR wird die genomische 
DNA mit verschiedenen Restriktionsenzymen verdaut und an die entstehenden 
Enden ein Adapter mit Primerbindestellen ligiert („Restriction Library―). 
Ausgehend von den synthetisierten Primern innerhalb der bekannten Sequenz 
(A- bzw. KS-Domäne) und den Primern des Adapters (AP1 und AP2) kann die 
DNA in unbekannten Bereichen amplifiziert und sequenziert werden (Cormack 
und Somssich, 1997). Dies geschieht mittels „Nested-PCR―, indem zunächst eine 
PCR mit den Primern AP1 und GSP1 bzw. GSP3 erfolgt. Im Anschluss daran 
wird das Amplifikat als Template in eine zweite PCR eingesetzt (Primer AP2 
und GSP2 bzw. GSP4). Abbildung 13 zeigt schematisch den Ablauf eines 
Arbeitsschrittes der RAGE-PCR mit den entsprechenden Primern. 
Abbildung 13: Schematische Darstellung einer RAGE-PCR zur Sequenzierung der 
umliegenden unbekannten Genregion, ausgehend von der sequenzierten A-Domäne 
eines NRPS-Gens (Details siehe Text). 
 
Nach erfolgter „Nested-PCR― und Sequenzierung der unbekannten, 
angrenzenden Genfragmente müssen erneut Primer (GSP1 bis GSP4) 
synthetisiert werden, die innerhalb dieser neu sequenzierten Bereiche liegen. 
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Die DNA muss anschließend isoliert und mittels Restriktionsenzym verdaut 
sowie an Adaptern ligiert werden. Auf diesem Weg kann pro RAGE-PCR 
stromauf- und -abwärts je ein etwa 1 kb großes DNA-Fragment sequenziert 
werden. 
 
2.6.1 Herstellung der „Restriction Library“ 
Genomische DNA von Stamm Flo1 wurde, wie in Kapitel 2.3 beschrieben, 
isoliert und mit den Restriktionsenzymen SacI, HindIII, XbaI, SalI, BamHI und 
EcoRI (Fermentas) zur Herstellung einer „Restriction Library― verdaut. Dabei 
wurden 2,8 µg DNA mit 4 µl Enzym und 10 µl des entsprechend dazugehörigen 
Puffers je 100 µl Ansatz über Nacht inkubiert und anschließend inaktiviert 
(65°C für 20 min). Danach erfolgte durch Zugabe von 1 µl T4-DNA-Polymerase 
(New England Biolabs) sowie 4 µl dNTP's (je 2,5 mM) und einer Inkubation bei 
11°C für 20 min das „Blunting― der Enden des Restriktionsverdaus, so dass der 
Adapter mit den Primerbindestellen AP1 und AP2 daran ligiert werden konnte. 
Nach Inaktivierung der T4-DNA-Polymerase bei 75°C für 10 min erfolgte die 
Aufreinigung der DNA mittels „DNA Clean & Concentrator Sample Kit― (Zymo 
Research) nach Herstellerangaben. Für die Ligation an den Adapter wurden 
300 ng geschnittene DNA mit 2,85 µl Adapter (Fermentas), 2 µl Ligasepuffer 
und 1 µl T4-Ligase bei 16°C über Nacht inkubiert. Die Inaktivierung der Ligase 
erfolgte bei 70°C für 10 min.  
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2.6.2 „Nested-PCR“ zur Amplifikation der angrenzenden 
unbekannten Sequenzbereiche 
Im ersten Schritt der „Nested-PCR― wurde eine PCR mit den Primern GSP1/AP1 
sowie GSP3/AP1 durchgeführt (siehe Tab. 5, Kap. 2.4 und Abb. 13, Kap. 2.6). 
Das 50 µl enthaltene Reaktionsvolumen beinhaltete 10 µl 5x Puffer, 1 µl dNTPs 
(je 10 mM), 1,5 µl DMSO, je 1 µl Primer und 0,5 µl PhusionTaq Polymerase 
(Finnzymes, Thermo Scientific). Die PCR-Reaktion wurde sowohl als „2-step-
PCR― (siehe Tab. 7) als auch als „Standard-PCR― (siehe Tab. 8) durchgeführt.  
 
Tabelle 7: Dokumentation des verwendeten „2-step-PCR―-Programms in der ersten 
„Nested-PCR― zur Amplifizierung der unbekannten an die A-Domäne angrenzenden 




Dauer [sec] Wiederholungen 
Start-Denaturierung 98 30 1x 








Endamplifikation 67 420 1x 
Abkühlen 4 1  1x 
 
Tabelle 8: Dokumentation des angewandten „Standard-PCR―-Programms in der 
ersten „Nested-PCR― zur Amplifizierung der unbekannten an die A-Domäne 




Dauer [sec] Wiederholungen 
Start-Denaturierung 95  120 1x 
Denaturierung 95  30  
29x Primer-Annealing 63 30 
Polymerisation 72  90 
Endamplifikation 72  300 1x 
Abkühlen 4 1  1x 
 
Jeweils 5 µl der PCR-Produkte wurden in einem 1%igen Agarose-Gel bei 80 V 
über 60 min elektrophoretisch aufgetrennt, die Visualisierung der Banden 
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erfolgte mit Ethidiumbromid und UV-Licht (siehe Kap. 2.4). Anschließend 
wurde die DNA 1:10 in TE-Puffer verdünnt und als Template in die zweite 
„Nested-PCR― eingesetzt. Als Polymerase wurde die Dynazyme (Finnzymes, 
Thermo Scientific) verwendet. Das angewandte PCR-Programm ist in Tabelle 9 
dargestellt. 
 
Tabelle 9: Dokumentation des verwendeten „2-step-PCR―-Programms in der zweiten 




Dauer [sec] Wiederholungen 
Start-Denaturierung 94 120 1x 








Endamplifikation 67 420 1x 
Abkühlen 4 1  1x 
 
Anschließend wurden jeweils 5 µl der PCR-Produkte auf ein Agarose-Gel 
aufgetragen, aufgetrennt und visualisiert (siehe Kap. 2.4). 
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2.7 Knock-Out Mutation des NRPS-Operons durch homologe 
Rekombination 
Die Identifizierung der von Stamm Flo1 produzierten Naturstoffe kann, 
alternativ zur Sequenzierung des Operons mittels RAGE-PCR, auch durch eine 
in vivo Knock-Out Mutation der NRPS-Gene erfolgen, z.B. durch homologe 
Rekombination. Die Expression der Naturstoffe wird anschließend nach dem 
Wachstum der Zellen mittels vergleichender Studien zwischen dem Wildtyp und 
der Mutante dokumentiert. Die Detektion der sekretierten Stoffe erfolgt dabei 
durch HPLC und Massenspektren.  
 
2.7.1 Herstellung des Mutagenese-Vektors 
Für eine Knock-Out Mutation mittels homologer Rekombination muss ein 
Vektor synthetisiert, linearisiert und in die Zelle transformiert werden, der mit 
dem entsprechenden Gen rekombinieren kann und so eine Verschiebung des 
Leserasters bewirkt. Zusätzlich wird eine Kanamycin-Resistenz integriert, die 
eine Selektion der positiv transformierten Klone ermöglicht. Der linearisierte 
Vektor muss für eine vollständige Integration in die genomische DNA beidseitig 
von der Kanamycin-Resistenz-Kassette eine flankierende Region haben (hier: 
„LF― und „RF―), die homolog zur Gensequenz innerhalb der A-Domäne im 
Organismus ist (siehe Abb. 14). 
 
Abbildung 14: Schematische Darstellung einer homologen Rekombination von 
linearisiertem Mutagenese-Vektor (inkl. Kanamycin-Resistenz-Kassette) und 
genomischer DNA des Wildtyps.  
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Nach Sequenzierung der A-Domäne (siehe Kap. 2.5 und 2.5.1) wurden die 
Primer LF-fw(NcoI), LF-rev(XbaI), RF-fw(BamHI), RF-rev(NcoI) mit 
integrierten Restriktionsschnittstellen hergestellt (siehe Tab. 5, Kap. 2.4), um 
die flankierenden Regionen separat mittels PCR amplifizieren zu können. Die 
PCR (siehe Tab. 4, Kap. 2.4) wurde mit 2,2 mM MgCl2 durchgeführt, und die 
entstandenen Amplifikate („LF―: 450 bp, „RF―: 505 bp) wurden mittels „DNA 
Clean & Concentrator Sample Kit― (Zymo Research) nach Herstellerangaben 
aufgereinigt.  
Anschließend wurden je 1 µg der Amplifikate mit je 1 µl des entsprechenden 
Restriktionsenzyms („LF― mit NcoI und XbaI sowie „RF― mit BamHI und NcoI) 
für 2 Stunden bei 37°C verdaut, die Inaktivierung der Restriktionsenzyme 
erfolgte für 20 min bei 80°C. Der Vektor (1 µg) wurde an der „multiple cloning 
site― (siehe Abb. 12, Kap. 2.4.2) mit den Enzymen BamHI und XbaI geschnitten. 
Zusätzlich wurde 1 µl Phosphatase (Fermentas) im Anschluss an den 
Restriktionsverdau zu dem Vektor gegeben, um eine spontane Ligation zu 
verhindern. Die Inkubationszeit betrug 10 min bei 37°C; anschließend wurde 
das Enzym bei 75°C für 5 min inaktiviert.  
Bei diesem spezifischen Restriktionsverdau entstehen einzelsträngige 
Sequenzüberhänge, die bei anschließender Ligation der Fragmente in den 
Vektor nur eine mögliche Kombination der Fragmente zulassen (siehe Abb. 15). 
 
Abbildung 15: Ligation der amplifizierten und geschnitten Fragmente „LF― und „RF― 
in den Vektor pDrive an den spezifischen Sequenzüberhängen (Details siehe Text). Die 
Pfeile symbolisieren die Ausrichtung der verwendeten Primer, die Balken zeigen die 
Größe der Fragmente (nicht maßstabsgetreu). 
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Für die Ligation der Fragmente in den Vektor wurden die einzusetzenden 
Mengen nach der in Kapitel 2.4.2 beschrieben Formel berechnet. 1 µl des 
Enzyms T4-Ligase wurde in den Ansatz pipettiert und letzterer bei 16°C über 
Nacht inkubiert. Im Anschluss an die Inaktivierung des Enzyms bei 65°C für 10 
min wurde der Vektor in E. coli DH5α transformiert. Im Anschluss an das 
Zellwachstum für 16 bis 18 Stunden wurden die Plasmide mittels Extraktions-
Kit isoliert (siehe Kap. 2.4.2) und es wurde eine PCR zur Kontrolle der 
korrekten Assemblierung durchgeführt. Die PCR wurde, wie in Tabelle 4 (Kap. 
2.4) beschrieben, durchgeführt (mit 2,2 mM MgCl2); es wurden lediglich die 
Polymerisationszeit von 60 auf 80 Sekunden sowie die Annealing-Temperatur 
auf 60°C erhöht. Dabei wurden die in Tabelle 10 dargestellten 
Primerkombinationen im Doppelansatz verwendet, um die richtige Lokalisation 
der Fragmente zu überprüfen. Die Länge der zu erwartenden Amplifikate ist 
ebenfalls in Tabelle 10 dargestellt (vgl. dazu auch Abb. 15).  
 
Tabelle 10: Zusammenfassung der Kontroll-PCR-Parameter zur Überprüfung der 
richtigen Orientierung der Fragmente nach Ligation in den Vektor pDrive und der 







Länge des erwarteten  
Fragmentes [bp] 
1 / 7 M13R RF-rev ~600 
2 / 8 M13R LF-rev ~1050 
3 / 9 M13R M13F ~1150 
4 / 10 RF-fw LF-rev ~950 
5 / 11 M13F RF-fw ~1050 
6 / 12 M13F LF-fw ~550 
NK (13/14) RF-fw LF-rev ohne DNA —› kein Fragment 
 
Nach Herstellung des Mastermixes wurden die Primer separat zu den Ansätzen 
pipettiert. Im Anschluss an die PCR-Reaktion wurden die Amplifikate, wie in 
Kapitel 2.4 beschrieben, auf ein Agarose-Gel aufgetragen, aufgetrennt und 
visualisiert. 
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2.7.2 Transformation des Mutagenese-Vektors in E. coli zur 
Herstellung großer Mengen und Linearisierung des Vektors 
Für eine Isolierung des Vektors in großen Mengen wurde der ligierte 
Mutagenese-Vektor (siehe Kap. 2.7.1) mittels Elektroporation in E. coli Stamm 
DH5α transformiert (siehe Kap. 2.4.2). Dazu wurde 1 µg Plasmid-DNA mit 50 µl 
Zellsuspension (OD600 nm 0,6-1,0) kurz auf Eis inkubiert und in die 
Bakterienzellen transformiert. Im Anschluss an das Wachstum über Nacht 
wurde eine Kolonie-PCR (siehe Kap. 2.4.2.1) mit dem M13-Primerpaar (siehe 
Tab.5, Kap. 2.4) durchgeführt. Kolonien mit dem richtigen Insert (Bande bei 
~1,2 kb) wurden mit einer optischen Dichte von 0,1 (OD600 nm) in drei 100 ml 
Kulturansätze überimpft und bei 200 rpm und 37°C auf einem Schüttler für 16-
18 Stunden inkubiert. Die Extraktion des Mutagenese-Vektors erfolgte mittels 
„Midi Prep Extraktions Kit― (Macherey-Nagel) nach Herstellerangaben. Die 
Konzentration der extrahierten Plasmide wurde am NanoDrop bestimmt und 
der Vektor anschließend mit dem Restriktionsenzym NcoI linearisiert. Das 
Enzym NcoI wurde zur Linearisierung des Vektors verwendet, da es, wie in 
Abbildung 15 (Kap. 2.7.1) dargestellt, zwischen den Fragmenten „LF― und „RF― 
schneidet. Es wurden je 20 µg Vektor mit je 2 µl NcoI (entspricht 20 U) für 2 
Stunden bei 37°C inkubiert. Nach erneuter Zugabe von 2 µl NcoI und 
Inkubation über 2 Stunden wurde das Enzym bei 65°C für 20 min inaktiviert. 
Zur Entfernung der Vektorkontaminationen (NcoI, Puffer etc.) wurde eine 
Isopropanolfällung durchgeführt (siehe Kap. 2.3). Das DNA-Pellet wurde in 
nukleasefreiem Wasser resuspendiert und die Konzentration erneut am 
NanoDrop bestimmt. Anschließend wurde eine Kontroll-PCR durchgeführt wie 
in Kapitel 2.7.1 (Tab. 10) beschrieben. 
 
2.7.3 Transformation des Mutagenese-Vektors in Stamm Flo1 
Die Transformation des Vektors in Stamm Flo1 erfolgte mittels Elektroporation. 
Da im Anschluss mittels Kanamycin (bakteriostatisches Antibiotikum) die 
positiven Klone selektiert werden sollten, mussten die Filamente von Stamm 
Flo1 vor der Elektroporation mittels Ultraschall vereinzelt werden. Nach dieser 
Behandlung wurden die Einzelzellen auf Agarplatten und in Flüssigmedium 
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(ASN III/2+ 535) mit Kanamycin (100 µg/ml) kultiviert. Dabei überleben nur 
positiv rekombinierte Zellen, bei denen eine Leserasterverschiebung und eine 
Integration der Kanamycin-Resistenz-Kassette in die DNA stattgefunden hat. 
Diese Zellen sollten folglich nicht mehr in der Lage sein, Naturstoffe zu 
produzieren.  
 
2.7.4 Vereinzelung der Zellen mittels Ultraschall 
Eine Vereinzelung der Zellen von Stamm Flo1 erfolgte durch Ultraschall. Die 
Filamente wurden nach 7 Tagen Wachstum im EMK abzentrifugiert (10.000 
rpm für 10 min) und mit N-Lauroylsarcosin (0,1% in TEN-Puffer, siehe Kap. 
2.3) zur Entfernung von Polysacchariden 30 min bei 4°C inkubiert. Nach 
anschließender Zentrifugation (12.000 rpm für 5 min) wurde das Pellet zweimal 
mit 1 mM HEPES-Puffer (pH 7,5) gewaschen und die Zellsuspension auf Eis 
gekühlt. Die so erhaltenen Filamente wurden für zwei mal 30 Sekunden mit 
Ultraschall behandelt (Branson Sonifier 250; 20 kHz; 50% „Duty Cycle―; 
„Output Control― 5). Die Zellen wurden erneut abzentrifugiert (5.000 rpm für 
10 min) und zweimal mit HEPES-Puffer gewaschen. Das erhaltene Zellpellet 
wurde mittels HEPES-Puffer resuspendiert, so dass die OD600 nm einen Wert von 
3,5 erreichte. Die so behandelten Zellen wurden lichtmikroskopisch betrachtet, 
photographiert (siehe Kap. 2.2) und für die Elektroporation (siehe Kap. 2.7.6) 
eingesetzt.  
 
2.7.5 Determinierung der „natürlichen Kanamycin-Resistenz“ 
Zellen von Stamm Flo1 wurden, wie in Kapitel 2.7.4 beschrieben, mittels 
Ultraschall vereinzelt. Anschließend wurden jeweils 800 µl der Zellsuspension 
(OD600 nm = 3,5) in einem RRG mit 4,2 ml ASN-Medium (siehe Anhang, Kap. 
IX.1) und mit unterschiedlichen Kanamycin-Konzentrationen (0; 25; 50; 75; 
100; 125; 150; 175; 200; 250 und 300 µg/ml) inokuliert. Das Zellwachstum 
wurde visuell anhand der Kulturfärbung über einen Zeitraum von drei bis vier 
Wochen dokumentiert. Dabei verfärben sich absterbende Zelle von dunkelgrün 
nach weiß bzw. durchsichtig.  
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2.7.6 Transformation von Stamm Flo1 durch Elektroporation 
Zu 800 µl der vereinzelten und in HEPES-Puffer resuspendierten Zellen von 
Stamm Flo1 (siehe Kap. 2.7.4) wurden jeweils 5; 7,5; 10 sowie 15 µg 
linearisierter Vektor pipettiert (siehe Kap. 2.7.2). Diese Ansätze wurden auf Eis 
gekühlt, in gekühlte Elektroporationsküvetten überführt und die Vektoren 
mittels Elektroporator bei 2,5 kV für 5 ms in Stamm Flo1 transformiert. 
Anschließend erfolgte das Zellwachstum in flüssigem Medium und auf 
Agarplatten. Für die Ansätze mit flüssigem Medium wurden die Zellen in 4,2 ml 
ASN-Medium (siehe Anhang, Kap. IX.1) im RRG überführt und mit einem 
Aluminiumdeckel verschlossen. Nach 48 Stunden wurde den Flüssigkulturen 
Kanamycin zugegeben (50 µg/ml). Die Inkubation erfolgte bei 21°C und 5 µE im 
Gallenkamp Inkubator. Die Ansätze für das Wachstum auf Agarplatten wurden 
zunächst ebenfalls in flüssigem ASN-Medium im RRG inkubiert (siehe oben). 
Nach 48 Stunden wurden die Zellen abzentrifugiert (5.000 rpm für 20 min) und 
auf ASN-Platten mit Kanamycin (50 µg/ml) ausplattiert. Danach wurden die 
Platten mit Parafilm verschlossen und ebenfalls im Gallenkamp Inkubator 
inkubiert; die Auswertung erfolgte visuell nach drei bis vier Wochen Wachstum.  
 
2.7.7 Untersuchungen zur Antibiotika-Resistenz bei gewachsenen 
Zellen 
Vereinzelte und transformierte Zellen von Stamm Flo1 (siehe Kap. 2.7.6), die 
trotz der Zugabe des Kanamycin angewachsen sind und Filamente ausgebildet 
haben (lichtmikroskopische Kontrolle), wurden abzentrifugiert (5.000 rpm für 
20 min) und das Zellpellet wurde zwei mal mit 1 mM HEPES-Puffer gewaschen. 
Durch zweimalige Ultraschallbehandlung für je 30 Sekunden erfolgte die 
erneute Vereinzelung der Zellen (siehe Kap. 2.7.4). Anschließend wurden die 
Zellen zur Überprüfung der Antibiotika-Resistenz in flüssigem ASN-Medium 
und auf Agarplatten mit Kanamycin (jeweils 100 µg/ml) im Gallenkamp 
Inkubator gehältert (siehe Kap. 2.7.6). Diese Prozedur wurde mehrfach im 
Abstand von drei bis vier Wochen wiederholt.  
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2.7.8 Determinierung der maximalen Kanamycin-Toleranz 
Zellen, deren Kanamycin-Resistenz, wie in Kapitel 2.7.7 beschrieben, verifiziert 
werden konnte („mut-Flo1―), wurden auf die maximale Kanamycin-
Konzentration hin getestet, bei der ein Zellwachstum noch möglich ist und 
Filamente gebildet werden können. Dazu wurden die Zellen, wie in Kapitel 2.7.4 
beschrieben, mittels Ultraschall vereinzelt und mit Kanamycin im RRG 
inkubiert. Es wurden die in Kapitel 2.7.5 beschriebenen Konzentrationen des 
Antibiotikums eingesetzt und die Kulturen über einen Zeitraum von drei 
Wochen im Gallenkamp Inkubator gehältert. Die Auswertung erfolgte 
lichtmikroskopisch, photographische Aufnahmen wurden, wie in Kapitel 2.2 
beschrieben, gemacht.  
 
2.8 Molekularbiologische Kontrollen der homologen Rekombination 
Molekularbiologische Kontrollen (Southern-Blot und PCR) sollten verwendet 
werden, um zu überprüfen, dass der Vektor an der richtigen Stelle im Genom 
von Stamm Flo1 rekombiniert hat und somit einerseits zur Kanamycin-
Resistenz und andererseits zur Leserasterverschiebung im NRPS-Operon 
geführt hat. Darüber hinaus sollten anhand des Southern-Blotting 
Informationen über die Anzahl an A-Domänen im Genom von Stamm Flo1 
gewonnen werden. Alle Arbeiten zum Southern-Blotting wurden mit 
Reagenzien der Firma ROCHE auf Grundlage der Herstellerangaben 
durchgeführt. Angaben dazu können dem „DIG Application Manual, ROCHE― 
entnommen werden (Eisel et al., 2008).  
 
2.8.1 Southern-Blotting 
Für die Detektion der A-Domäne(n) bei Stamm Flo1 sowie der Kanamycin-
Resistenz-Kassette bei der Mutante „mut-Flo1― mussten zunächst spezifische 
Sonden konzipiert, synthetisiert und Digoxigenin (DIG) markiert werden.  
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2.8.1.1 Synthese und Markierung der Southern-Blot Sonden 
Die Synthese der unmarkierten Southern-Blot Sonden erfolgte mittels PCR 
(siehe Tab. 4, Kap. 2.4). Dabei wurden das SBlot-Primerpaar (Amplifikation der 
A-Domäne) sowie das Kana-Primerpaar (Amplifikation der Kanamycin-
Resistenz-Kassette; siehe Tab.5, Kap. 2.4) verwendet. Zusätzlich wurde eine 
PCR durchgeführt, bei der die dNTPs durch Digoxigenin-dUTP (DIG), einer 
nicht-radioaktiven DNA-Markierung, ersetzt und in das Amplifikat eingebaut 
wurden. Die Produkte wurden anschließend auf einem 1%igen Agarose-Gel 
aufgetrennt (siehe Kap. 2.4), dabei haben DIG-markierte Amplifikate ein 
höheres Molekulargewicht und entsprechend veränderte Laufeigenschaften.  
 
2.8.1.2 Dot-Blot 
Die Funktionalität der synthetisierten DIG-Sonden wurde mittels Dot-Blot 
getestet. Dazu wurden die markierten Sonden auf einen Whatmanfilter 
aufgetragen und mit UV-Licht an den Filter gebunden („Crosslinking―). Der 
Filter wurde anschließend in Puffer A (0,1 M Tris, 0,15 M NaCl; pH: 7,5) 
gewaschen und 30 min in Puffer B (0,5% Boehringer Blocking Reagenz in Puffer 
A) inkubiert. Im Anschluss an die Zugabe von 5 ml Puffer A inklusive 1 µl Anti-
DIG-Antikörper und zweimaligem Waschen für 15 min in Puffer A, erfolgte die 
Zugabe von NBT („Nitro-Blue Tetrazolium―) und BCIP (5-Brom- 4-Chlor-3 -
Indolylphosphat), wodurch sich DIG-markierte Sonden dunkel färben. Die 
Auswertung erfolgte visuell.  
 
2.8.1.3 Restriktionsverdau genomischer DNA 
Die Extraktion der DNA erfolgte wie in Kapitel 2.3 beschrieben. Für die Zellen 
der Mutante („mut-Flo1―) musste das Extraktionsprotokoll wie folgt modifiziert 
werden: Die Inkubationstemperatur nach Zugabe der Proteinase-K wurde auf 
50°C erhöht und die Dauer der Inkubation auf 30 Minuten reduziert. Außerdem 
erfolgte durch die Zugabe von 100 µl NaCl (5 M) und 80 µl CTAB (10% in 0,7 M 
NaCl2 [w/v]) ein zusätzlicher Arbeitsschritt.  
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Im Anschluss an die Extraktion der DNA wurden zunächst je 5 µg DNA mit 2 µl 
des Enzyms SalI über Nacht geschnitten und bei 65°C für 20 min inaktiviert. 
Die geschnittene DNA wurde auf ein Agarose-Gel (1,5%) aufgetragen und bei 60 
V für 120 min aufgetrennt. Das Gel wurde anschließend für die Hybridisierung 
mit der A-Domänen Sonde verwendet (siehe Abb. 28, Kap. 3.4.1.3). 
In weiterführenden Versuchen wurde die DNA im Doppelansatz mit vier 
unterschiedlichen Restriktionsenzymen (SalI, XbaI, HindIII und PstI) 
geschnitten, die wie im vorherigen Absatz beschrieben, verwendet wurden. Bei 
einem Ansatz erfolgte die Visualisierung des Bandenmusters im Gel (siehe Abb. 
29, Kap.3.4.1.3) mittels Ethidiumbromid und UV-Licht (siehe Kap. 2.4). Das 
zweite Gel wurde für den DNA-Transfer auf die Membran mittels Southern-Blot 
eingesetzt (siehe Abb. 30, Kap.3.4.1.3). Bei der Auswahl der Restriktionsenzyme 
wurde darauf geachtet, dass sie weder innerhalb der A-Domäne noch in der 
Kanamycin-Resistenz-Kassette schneiden. 
 
2.8.1.4 Transfer der restriktionsverdauten DNA auf die Membran 
Das jeweilige Gel wurde nach der elektrophoretischen Auftrennung zur 
Depurinierung 15 min in HCl (250 mM) geschüttelt und mit sterilem Aqua 
bidest. gewaschen. Die Denaturierung und Neutralisierung erfolgte durch je 
zweimalige Inkubation in Denaturierungs-(0,5 M NaOH, 1,5 M NaCl) sowie 
Neutralisierungs-Lösung (0,5 M Tris-HCl, 1,5 M NaCl; pH: 7,5) mit einem 
zwischenzeitlichen Waschschritt in Aqua bidest. Anschließend wurde das Gel 
für 20 min in 20x SSC-Puffer (3 M NaCl, 0,3 M Natriumcitrat; pH: 7,0) 
äquilibriert, bevor es, wie in Abbildung 16 dargestellt, für den Kapillar-Blot 
verwendet wurde. 
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Abbildung 16: Schematische Darstellung des Aufbau des Southern-Blot. Details siehe 
Text (modifiziert nach Eisel et al., 2008).  
 
Das äquilibrierte Gel wurde mit der Taschenöffnung nach unten auf zwei bis 
drei Whatmanfilter gelegt, die in direktem Kontakt zu der „Salzbrücke― lagen. 
Letztere bildete sich aus dem Puffer-Reservoire mit 20x SSC-Puffer und einem 
Whatmanfilter. Oben auf das Gel wurde die Nylon-Membran gelegt, auf der der 
DNA-Transfer erfolgen sollte. Über der Membran wurden Whatmanfilter und 
saugfähige Tücher (auf die Form der Membran zugeschnitten) gelegt und mit 
einem Gewicht beschwert. Angetrieben von den Kapillarkräften des Puffers und 
der Saugfähigkeit der Tücher wird der Puffer durch das Gel gezogen und 
überträgt so die DNA-Fragmente auf die Membran. 
Nach einer Dauer von 16 bis 18 Stunden wurde die Membran entnommen und 
die Positionen der Taschen wurden auf der Rückseite mit einem Graphitstift 
markiert. Außerdem wurden 2 µl der entsprechenden unmarkierten Sonde 
(siehe Kap. 2.8.1.1) am Rand aufgetragen (Positivkontrolle) bevor die 
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2.8.1.5 Prehybridisierung und Hybridisierung der DNA mit der 
Sonde 
Im Anschluss an die Fixierung der DNA auf der Membran erfolgte die 
Hybridisierung der DNA mit den synthetisierten und markierten Sonden (siehe 
Kap. 2.8.1.1).  
Zur Berechnung der Hybridisierungstemperatur wurden folgende Gleichungen 
(I, II) verwendet: 
  Tm=49,82+0,41 (% G+C-Gehalt)-600/le  (I) 
  Thyb=Tm-20°C      (II) 
und „le― die Länge des Hybrids in bp symbolisiert. Diese entspricht 975 bp bei 
der A-Domäne und 816 bp bei der Kanamycin-Resistenz-Kassette. 
 
Aus den Berechnungen ergab sich eine Hybridisierungstemperatur von 52,6°C 
für die A-Domäne bzw. 47,1°C für die Kanamycin-Resistenz-Kassette.  
 
Für die Prehybridisierung wurden 10 ml des Hybridisierungspuffers DIG-Easy-
Hyb auf die entsprechende Temperatur erwärmt, mit der Membran in eine 
Plastikfolie eingeschweißt und für 30 min im Wasserbad bei berechneter 
Temperatur geschüttelt (30 rpm). Zur Herstellung der Hybridisierungslösung 
wurden 7 µl der Sonde mit 50 µl Aqua bidest. auf 100°C erhitzt (Denaturierung 
der Sonde), kurz auf Eis gestellt und die vorgewärmte DIG-Easy-Hyb-Lösung 
zugefügt. Im Anschluss erfolgten ein Austausch der Pre- und 
Hybridisierungslösung und eine Inkubation über Nacht bei der errechneten 
Hybridisierungstemperatur.  
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2.8.1.6 „Stringency Washes“ und Detektion der Chemoluminiszenz 
Nach der Hybridisierung über Nacht wurde die Membran zweimal für 5 min in 
200 ml „Low Stringency Puffer― (2x SSC-Puffer, 0,1% SDS) bei 
Raumtemperatur (RT) gewaschen und anschließend in vorgewärmten „High 
Stringency Puffer― (0,5x SSC, 0,1% SDS) zweimal für 15 min bei 68°C 
geschüttelt. Anschließend wurde die Membran für 2 min in 100 ml Waschpuffer 
(0,1 M Maleinsäure, 0,15 M NaCl, 0,3% TWEEN 20 [v/v]; pH: 7,5) im 
Wasserbad bei 50 rpm geschwenkt, und es erfolgten die Zugabe der „Blocking 
Solution― sowie eine Inkubation von 30 min bis 3 Stunden. Die Lösung wurde 
verworfen und es wurden 20 ml Antikörper-Lösung auf die Membran gegeben. 
Nach 30 Minuten wurde die Membran zweimal für 15 min in Waschpuffer 
gelegt, bevor 20 ml Detektionspuffer (0,1 M Tris-HCl, 0,1 M NaCl; pH: 9,5) zur 
Äquilibrierung zugegeben wurden. Die Membran wurde auf eine Plastikfolie 
gelegt und mit 1 ml CDP-Star Lösung (125 µM in Detektionspuffer) betropft. 
Dann wurde die Membran mit einer Plastikfolie bedeckt, die Flüssigkeit an den 
Seiten raus gedrückt und die beiden Folien miteinander verschweißt. Die 
Detektion der Chemoluminiszenz erfolgte am Imager (LAS3000 Intelligent 
Darkbox; Fujifilm) in der Arbeitsgruppe „Institut für Zellbiologie― von Prof. 
Stick (Universität Bremen). 
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2.8.2 Detektion der A-Domäne sowie der Kanamycin-Resistenz-
Kassette mittels PCR 
Die DNA des Wildtyps und der Mutante von Stamm Flo1 wurde, wie in Kapitel 
2.3 beschrieben, extrahiert und mittels PCR sowohl auf die Präsenz der A-
Domäne als auch die Kanamycin-Resistenz-Kassette hin untersucht. Dazu 
wurden das SBlot- sowie das Kana-Primerpaar (siehe Tab. 5, Kap. 2.4) und das 
in Tabelle 4 (Kap. 2.4) dargestellte PCR-Programm verwendet. Die 
Amplifikation der A-Domänen erfolgte im Dreifachansatz bei einer Annealing-
Temperatur von 56°C.  
Für die Amplifizierung der Kanamycin-Resistenz-Kassette wurden im 
Doppelansatz jeweils verschiedene Annealing-Temperaturen (45; 47; 49; 51; 53 
und 55°C) getestet. Zusätzlich wurden verschiedene DNA-Konzentrationen (500 
pg, 5 ng, 50 ng und 500 ng) eingesetzt. Als Positivkontrolle diente der 
linearisierte Mutagenese-Vektor (siehe Kap. 2.7.1). Die PCR-Produkte wurden, 
wie in Kapitel 2.4 beschrieben, auf ein Agarose-Gel aufgetragen, aufgetrennt 
und visualisiert.  
 
2.9 Nachweis extrachromosomaler Plasmide 
Der in Stamm Flo1 transformierte Mutagenese-Vektor sollte an den homologen 
Bereichen („LF― und „RF―, siehe Abb. 14, Kap. 2.7.1) mit der A-Domäne 
rekombinieren und somit in das Genom von Stamm Flo1 integriert werden. Da 
aber das Plasmid theoretisch auch extern in der Zelle verbleiben könnte, 
erfolgte ein Nachweis extrachromosomaler Plasmide in den Zellen von Stamm 
Flo1 und der „mut-Flo1―-Mutante mittels „alkalischer Lyse―. Das Prinzip der 
alkalischen Lyse beruht auf der Fähigkeit von Plasmid-DNA, im Gegensatz zu 
chromosomaler DNA, bei Verschiebung des pH-Wertes nicht zu denaturieren 
bzw. bei Neutralisierung des pH-Wertes schnell zu renaturieren. Die zu 
untersuchenden Zellen werden durch die Zugabe von SDS und NaOH lysiert 
und der pH-Wert ins basische verschoben, so dass hauptsächlich die 
chromosomale DNA denaturiert. Die Zugabe von Kaliumacetat bewirkt eine 
Renaturierung der kleinen Plasmid-Moleküle, die großen Fragmente der DNA 
Material und Methoden 
 
48 
können nicht renaturieren und präzipitieren mit Proteinen und Zelltrümmern 
bei der anschließenden Zentrifugation. Die im Überstand befindliche Plasmid-
DNA kann mit Isopropanol ausgefällt und aufgereinigt werden (Birnboim und 
Doly, 1979).  
Im Doppelansatz wurden je 2 ml der Zellen des Wildtyps und der Mutante nach 
7 Tagen Wachstum im EMK bei 21°C abzentrifugiert (12.000 rpm für 2 min). 
Als Kontrolle zur Funktionalität der Methode wurden parallel 2 ml der 
transformierten E. coli DH5α Zellen mit dem Vektor mit A-Domänen-Insert 
(siehe Kap. 2.5.1) nach 24 Stunden Wachstum bei 37°C abzentrifugiert (siehe 
oben). Die Pellets wurden anschließend jeweils in 200 µl Lösung 1 (50 mM Tris-
HCl, 10 mM EDTA; pH: 8,0) resuspendiert. Durch die Zugabe von 400 µl 
Lösung 2 (0,2 M NaOH, 1% SDS) und einer Inkubation von 5 min bei RT 
wurden die Zellen lysiert. Die Zugabe von 300 µl Lösung 3 (3 M Kaliumacetat) 
bewirkte die Ausfällung der Proteine und der chromosomalen DNA. Nach einer 
Inkubation für 5 min auf Eis mit anschließender Zentrifugation (12.000 rpm, 10 
min bei 4°C) wurde die Plasmid-DNA mit Isopropanol (abs.) gefällt (siehe Kap. 
2.3), für 15 min bei -20°C gelagert und mit Ethanol (70%) gewaschen. Das Pellet 
wurde luftgetrocknet und in 20 µl TE-Puffer resuspendiert. Außerdem wurde 
der aus den E. coli DH5α Zellen extrahierte Vektor mit A-Domänen Insert 
(siehe Kap. 2.5.1) mit dem Restriktionsenzym NcoI linearisiert (siehe Kap. 
2.7.1). Als Kontrolle, dass intakte Cyanobakterienzellen eingesetzt wurden 
(nicht lysierte Zellen mit DNA), wurde genomische DNA aus je 2 ml der Zellen 
des Wildtyps (siehe Kap. 2.3) und der Mutante (siehe Kap. 2.8.1.3) extrahiert.  
Je 10 µl der Kontrollen sowie der Ansätze zur Extraktion extrachromosomaler 
Plasmide wurden auf ein Agarose-Gel aufgetragen und bei 80 V für 60 min 
aufgetrennt. Außerdem wurden je 1 µl in einer PCR mit den M13-Primern sowie 
den Kanamycin-Primern (siehe Tab. 5 Kap. 2.4) eingesetzt. Dabei wurde das in 
Tabelle 4 (siehe Kap. 2.4) dargestellte PCR-Programm mit einer Annealing-
Temperatur von 54°C (M13-Primer) bzw. 51°C (Kanamycin-Primer) verwendet. 
Als Positivkontrolle wurde der linearisierte Mutagenese-Vektor eingesetzt (siehe 
Kap. 2.7.1). Die PCR-Produkte wurden auf ein Agarose-Gel aufgetragen, 
aufgetrennt und visualisiert (siehe Kap. 2.4). 
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2.10 Detektion der potentiellen Naturstoffe mittels HPLC-MS 
Die Detektion der möglichen nicht-ribosomal synthetisierten Naturstoffe 
erfolgte im Anschluss an die Knock-Out Mutation mittels HPLC, wobei die 
HPLC zur Charakterisierung der Stoffe mit einem Massenspektrometer (MS; 
Esquire-LC, Bruker Daltonik, Bremen) gekoppelt war. Die Erstellung und 
Auswertung dieser HPLC-Daten erfolgte in Zusammenarbeit mit Dorit Kemken 
und Dr. Thomas Dülcks (Arbeitsgruppe „Instrumentelle Analytik―, Universität 
Bremen). Die Chromatogramme der Überstände von der „mut-Flo1―-Mutante 
und dem Wildtyp von Stamm Flo1 wurden erstellt und miteinander verglichen. 
Als Blindwert diente nicht inokuliertes ASN III/2+ Medium (siehe Anhang, Kap. 
IX.1). Dabei sollten die NRPS kodierten Substanzen lediglich in den 
Chromatogrammen des Wildtyp nachweisbar sein, da in der Mutante die NRPS-
Gene bzw. das Operon durch Integration des Mutagenese-Vektors keine 
Funktionalität mehr haben. 
Die Überstände der Kulturen, die für drei bis vier Wochen in Glasröhren bei 
konstanten 24°C im Aquarium gehältert wurden, wurden durch Zentrifugation 
(8.000 rpm für 20 min) von den Zellen getrennt und jeweils 400 ml mittels 
„Solid Phase Extraction― (SPE) nach Herstellerangaben aufkonzentriert. Dabei 
wurden 1 mg-C18ec-Säulen (Macherey-Nagel) verwendet, die Elution erfolgte 
mit 4 ml Methanol.  
Im Anschluss an die SPE wurden die Eluate (50 µl) in der HPLC-MS 
aufgetrennt und UV-Chromatogramme bei 210 und 280 nm sowie 
Massenspektren mit positiver und negativer Elektrospray-Ionisation (ESI) 
aufgenommen. Dazu waren zwei Injektionen jeder Probe notwendig, da das 
verwendete Massenspektrometer in einem Lauf nur positive oder negative 
Signale messen kann. Durch dieses Vorgehen waren auch die Chromatogramme 
bei zwei unterschiedlichen Wellenlängen mit der verwendeten HPLC (Agilent 
1100 Series LC, Agilent Technologies) einfach zu erzeugen. Die erste Injektion 
jeder Probe wurde bei 210 nm und positiver ESI gemessen, die zweite Injektion 
bei 280 nm mit negativer ESI. Als HPLC-Säule wurde die Gravity C18, 5 µm; EC 
250/3 (Macherey und Nagel) bei einer Ofentemperatur von 35°C verwendet. Die 
Flussrate betrug 0,66 ml/min über eine Dauer von 45 min. Dabei wurde eine 
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mobile Phase verwendet, welche aus den mit 0,1% Ameisensäure versetzten 
Lösungsmitteln Aqua bidest. (Solvent A) und Acetonitril (Solvent B) bestand. 
Die Zusammensetzung des Fließmittels über die Messdauer ist in Tabelle 11 
dargestellt. 
Tabelle 11: Elutionsprotokoll zur Auftrennung der Naturstoffe des Wildtyps und der 
„mut-Flo1―-Mutante von Stamm Flo1 mittels HPLC. Zusammensetzung der Solventen 
siehe Text. 
Zeit [min] Anteil Solvent A [%] Anteil Solvent B [%] 
0 80 20 
1 80 20 
31 20 80 
41 20 80 
45 80 20 
 
Bei der Auswertung wurden die UV- und „Total Ion Current―-Chromatogramme 
(TIC) des Wildtyps mit der Mutante verglichen. Von den Peaks, die in der 
Mutante fehlten, bei denen es sich folglich um potentielle Naturstoffe handeln 
könnte, wurden außerdem die Massenspektren ausgewertet. 
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2.11 Identifizierung des sekretierten Naturstoffes mit 
antimikrobieller Wirkung 
Der wässrige Kulturüberstand von Stamm Flo1 zeigte bereits im Vorfeld dieses 
Promotionsvorhabens eine antimikrobielle Wirkung auf andere 
Mikroorganismen, die hemmende Substanz wurde jedoch nicht näher 
charakterisiert (siehe Kap. 1.5.1). Im Rahmen der vorliegenden Dissertation ist 
zunächst ein Antibiogramm erstellt worden, um das Wirkungsspektrum der 
sekretierten Substanz(en) zu bestimmen bzw. zu bekräftigen. Der 
Kulturüberstand von Stamm Flo1 und des Referenzorganismus Geitlerinema 
PCC 7105 wurde nach 21-28 tägigem Wachstum in Glasröhren bei 21-24°C 
entnommen und für die weiteren Versuche verwendet.  
 
2.11.1 Erstellung eines Antibiogramms 
Die Erstellung des Antibiogramms erfolgte in Vierfachbestimmung anhand 
eines Plattentests („agar diffusion assay―) modifiziert nach Bauer und 
Mitarbeitern (1966). Mit dem oberen Ende einer sterilen Pasteurpipette wurden 
Löcher mit einem Durchmesser von 6 mm in den Agar gestanzt. 60 µl der 
verwendeten Target-Organismen Bacillus subtilis ATCC 6051, Escherichia coli 
Stamm K12 und E. coli UM255, Pseudomonas fluorescens ATCC 13525, 
Staphylococcus epidermidis (klinisches Isolat, Molzym GmbH, Bremen) und 
Saccharomyces pastorianus DSM 6580 (siehe Tab. 3, Kap. 2.1) wurden mit 
einer OD600 nm von 0,1 auf Agarplatten mit entsprechendem Medium inokuliert. 
Anschließend wurden in die Löcher jeweils 50 µl des unbehandelten 
Kulturüberstandes von Stamm Flo1 und Geitlerinema PCC 7105 pipettiert und 
die Platten wurden bei der jeweiligen optimalen Wachstumstemperatur der 
Target-Organismen inkubiert (siehe Tab. 3, Kap. 2.1). Nach 24 Stunden wurden 
die Hemmhofdurchmesser um die Löcher bestimmt. Als Kontrolle wurden 50 µl 
einer 0,03%igen H2O2-Lösung eingesetzt. Der Stamm E. coli UM255, eine 
Katalase-negativ Mutante, wurde freundlicherweise von Prof. Dr. Peter C. 
Loewen (Universität von Manitoba, Winnipeg, Kanada) zur Verfügung gestellt 
(Mulvey et al., 1988). 
 
Material und Methoden 
 
52 
2.11.2 Identifizierung und Substratspezifität der L-
Aminosäureoxidase (LAAO) 
Die Identifizierung der hemmenden Substanz von Stamm Flo1 als L-
Aminosäureoxidase (LAAO) sowie die Analysen auf Proteinebene mittels SDS-
PAGE wurden von Dr. Jan Erik Rau (Universität Bremen) durchgeführt.  
Die Identifizierung der hemmenden Substanz als LAAO erfolgte 
spektrophotometrisch nach der Methode von Chen und Mitarbeitern (2010a). 
Außerdem wurde durch Verwendung der 20 Standard-Aminosäuren (je 5 mM) 
das Substratspektrum des Enzyms ermittelt. Der Kulturüberstand von Stamm 
Flo1 wurde sterilfiltriert (Cellulose-Acetat-Filter; Porengröße 0,2 µm; Schleicher 
& Schuell) und je 500 µl in den Assay eingesetzt (Gesamtvolumen 1 ml). Die 
Messungen wurden im Doppelansatz durchgeführt.  
 
2.11.3 SDS-PAGE und „in-gel detection“ der hemmenden Substanz 
Für die Analyse der Hemmsubstanz wurde mit 37,5fach konzentriertem 
Kulturüberstand von Flo1 (II in Abb. 47, Kap. 3.7.3) eine SDS-PAGE 
durchgeführt. Dabei wurden jeweils drei Geltaschen mit Kulturüberstand 
beladen und die entsprechenden Streifen des Gels im Anschluss an die PAGE 
unterschiedlich bearbeitet. 
Der erste Gelstreifen wurde mit ―Coomassie brilliant blue‖ nach der Methode 
von Kang und Mitarbeitern (2002) gefärbt (A in Abb. 47, Kap. 3.7.3), die 
übrigen Gelstreifen wurden mit Aqua bidest. gewaschen. Einer dieser nicht-
gefärbten Gelstreifen wurde für eine ―in-gel detection‖ der hemmenden 
Substanz nach der Methode von Rau und Fischer (2011) verwendet (B in Abb. 
47, Kap. 3.7.3). Dabei erscheinen Proteinbanden, die H2O2 produzieren, rosa. 
Der zweite nicht-gefärbte Gelstreifen wurde auf LB-Agarplatten mit dem 
Target-Organismus E. coli UM255 (OD600 nm: 0,001) gelegt und bei 37°C 
inkubiert (C in Abb. 47, Kap. 3.7.3). Die antimikrobielle Wirkung wurde nach 24 
Stunden visuell anhand der Hemmung des Wachstums dokumentiert. Als 
Referenz wurde der ebenfalls aufkonzentrierte Kulturüberstand von 
Geitlerinema Stamm PCC 7105 (I in Abb. 47, Kap. 3.7.3) verwendet, welcher bei 
der Erstellung des Antibiogramms keine antimikrobielle Wirkung zeigte (siehe 
Kap. 3.7.1). 
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2.12 Analyse des braun gefärbten Kulturüberstandes von Fischerella 
ambigua 
Fischerella ambigua wurde sowohl in Erlenmeyer- als auch Fernbachkolben auf 
einem Schüttler bei 55-60 rpm und 5 µE inkubiert (siehe Kap. 2.1) und zeigte 
während der Kultivierung eine kontinuierliche und lichtintensitätsabhängige 
Braunfärbung des Mediums über einen Zeitraum von drei bis vier Wochen. Für 
die Aufklärung der chemischen Struktur der sekretierten Substanz(en) erfolgte 
zunächst eine Isolierung und Aufkonzentrierung aus dem Medium.  
 
2.12.1 Aufkonzentrierung und Isolierung der braun gefärbten 
Substanz(en) 
Zur Isolierung und Aufkonzentrierung der braunen Substanz(en) aus dem 
Medium wurden Flüssig-Flüssig-Extraktionen mit unterschiedlichen 
Lösemitteln und Lösemittelgemischen, Dünnschichtchromatographie sowie 
diverse Säulenchromatographische Verfahren angewandt.  
 
2.12.1.1 Flüssig-Flüssig-Extraktion 
Eine Extraktion der gefärbten Substanz(en) aus dem Medium erfolgte mittels 
Flüssig-Flüssig-Extraktionen mit unterschiedlich polaren Lösemitteln wie 
Pentan, Dichlormethan, Aceton, Essigsäureethylester, Acetonitril, Ethanol und 
Methanol. Dabei können durch Zugabe eines Lösungsmittels die Substanzen auf 
Grund ihrer Löslichkeit in die organische Phase überführt werden, welche 
anschließend von der wässrigen Phase abgetrennt und am Rotationsverdampfer 
eingedampft wird. Dazu wurden in einem Reagenzglas jeweils 30 ml des 
gefärbten Kulturüberstandes mit 30 ml des entsprechenden Lösemittels sowie 1 
ml HCl (1 M) versetzt und durchmischt (per Hand geschüttelt). Anschließend 
wurde visuell die Durchmischung bzw. die Phasentrennung sowie die 
Lokalisation der gefärbten Substanz(en) betrachtet und ggf. die organische 
Phase zur Aufkonzentrierung der Substanz(en) am Rotationsverdampfer (IKA 
RV 10 basic, Fraunhofer Institut, Bremen) bei einer Temperatur 40°C und 240 
mbar eingedampft. 
 




Der mittels Rotationsverdampfung aufkonzentrierte Überstand wurde zur 
weiteren Auftrennung der Bestandteile einer Dünnschichtchromatographie 
unterzogen. Zu diesem Zweck wurden Polygram SIL G/UV-Platten mit 
Fluoreszenzmarkierung (Macherey-Nagel) als stationäre Phase verwendet. Die 
Zusammensetzung bzw. die Polarität der mobilen Phase wurde variiert. Dabei 
wurden die Lösemittelgemische Essigsäureethylester/n-Hexan, Methanol/ 
Dichlormethan, Essigsäureethylester/Dichlormethan und Methanol/n-Hexan in 
unterschiedlichen Zusammensetzungen (jeweils 1:2; 1:5; 1:10 sowie in 
umgekehrten Verdünnungsverhältnissen) verwendet. Die Substanz(en) wurden 
mittels Glaskapillare punktuell auf die Chromatographieplatte aufgetragen und 
aufgetrennt. Die Detektion erfolgte unter UV-Licht bei 254 nm und die 
nachweisbaren „Spots― wurden mit einer sterilen Kanüle abgekratzt, in 
Methanol resuspendiert und mittels Massenspektrometer und NMR analysiert. 
Diese analytischen Arbeiten wurden freundlicherweise von Dr. Maria Kozielec 
und Dr. Klaus Rischka (Fraunhofer Institut, Bremen) durchgeführt. 
 
2.12.1.3 Säulenchromatographie 
Die Aufreinigung des Substanzgemisches sowie die Isolierung der gefärbten 
Substanz(en) sollten außerdem anhand der Molekülgröße unter Verwendung 
unterschiedlicher Trennsäulen erfolgen. Dazu wurde der mittels Flüssig-
Flüssig-Extraktion und Rotationsverdampfung aufkonzentrierte Überstand 
eingesetzt und über Kieselgel-, Aluminium-Oxid- und verschiedenen „Solid 
Phase Extraction―-Säulen (SPE; Chromabond C18ec, Macherey-Nagel; Bond 
Elut Plex PPL und C18, Varian) aufgetrennt. Jeweils 1 ml des Überstandes 
wurde auf die entsprechende Säule gegeben und mit zunehmender Polarität 
eluiert. Die mobile Phase setzte sich dabei aus Dichlormethan und einem 
steigendem Anteil Methanol (99,9%) zusammen. Bei Verwendung der SPE 
wurde nur mit Methanol eluiert und das Eluat wurde direkt am 
Massenspektrometer und mittels NMR-Spektroskopie analysiert (siehe Kap. 
2.12.1.2).  
Zur weiteren Aufreinigung der gefärbten Substanz(en) wurde noch eine Dialyse 
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(CutOff ~10-12 kDa) gegen 0,1 M Natrium-Phosphat-Puffer (pH 7,5) 
durchgeführt. Die so aufkonzentrierten und aufgereinigten Proben wurden 
ebenfalls mittels Massenspektrometer und NMR-Spektroskopie untersucht 
(siehe oben).  
 
2.12.1.4 Methanolyse 
Die Arbeiten zur Methanolyse und die anschließende Analyse mittels HPLC 
wurden freundlicherweise von Frau Anja Müller (Arbeitsgruppe von Prof. 
Kuhnert, Jacobs Universität, Bremen) durchgeführt. 
Im Anschluss an eine Aufreinigung mittels SPE (Chromabond C18ec, Macherey-
Nagel) und Dialyse (siehe Kap. 2.12.1.3) wurde die gefärbte Substanz bzw. das 
Substanzgemisch mittels Methanolyse in Fragmente zerlegt. Dazu wurden pro 
ml Überstand jeweils 5 ml Methanol und 20 µl Schwefelsäure (18 M) pipettiert 
und 20 Stunden bei 85°C in einem verschlossenen Rundkolben im Ölheizbad 
inkubiert.  
 
2.12.1.5 Inokulation der Kulturen und Strategie der Analyse  
Die verwendeten Fischerella ambigua Kulturen wurden unterschiedlich 
inkubiert (siehe unten), um anschließend durch einen Vergleich der 
Chromatogramme die gefärbten Substanz(en) identifizieren zu können. Nur die 
im Licht inkubierten Kulturen zeigten eine Braunfärbung des Mediums (siehe 
auch Kap. 1.5.1). Aus zwei Kulturansätzen (je 800 ml) im 1,5 l Fernbach-Kolben 
wurden wöchentlich 100 ml entnommen und als Proben 1.1 bis 1.4 (Kulturen im 
Licht bei 20 µE inkubiert) bzw. 2.1 bis 2.4 (Kulturen im Dunkeln inkubiert) 
bezeichnet. Diese Proben wurden nicht aufgereinigt oder aufkonzentriert, 
sondern direkt mittels HPLC analysiert. Dabei sollte eine zunehmende 
Sekretion der gefärbten Substanz anhand eines steigenden Molekülpeaks 
dokumentiert werden können.  
Außerdem wurden im Doppelansatz (Proben 3 und 3.1) 400 ml Kulturen im 
EMK über 21 Tage im Licht bei 20 µE inkubiert. Anschließend wurde der 
gesamte Kulturüberstand durch SPE aufkonzentriert und mittels Dialyse 
aufgereinigt (siehe Kap. 2.12.1.3). Zu Vergleichszwecken wurden parallel im 
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Doppelansatz die Proben 4 und 4.1 im Dunkeln inkubiert und mittels SPE und 
Dialyse aufkonzentriert bzw. aufgereinigt. Zur Dokumentation eventueller rein 
photooxidativer Reaktionen wurde ein Ansatz ohne Cyanobakterium (Probe K), 
wie oben beschrieben, gehältert und bearbeitet. Außerdem wurde 
unbehandeltes BG 11+-Medium als Blindwert verwendet. Alle Proben wurden 
mittels Methanolyse fragmentiert (siehe Kap. 2.12.1.4) und anschließend 
analysiert. Die verwendeten Kulturen und Kultivierungsbedingungen sind in 
Tabelle 12 zusammenfassend dargestellt. 
 
Tabelle 12: Zusammenfassung der Bedingungen zur Anzucht von Fischerella 
ambigua und zur Aufkonzentrierung bzw. Aufreinigung des braun gefärbten 
Kulturüberstandes (Details siehe Text). 





Probenentnahme Aufreinigung Licht/Dunkel 
1 
1,5 l Fernbach-Kolben 
(800 ml) 




1,5 l Fernbach-Kolben 
(800 ml) 
Wöchentlich 100 ml 
(Bezeichnung 2.1-2.4) 
keine D 
3 1 l EMK (400 ml) Nach 21 Tagen 400 ml SPE und Dialyse L 
3.1 1 l EMK (400 ml) Nach 21 Tagen 400 ml SPE und Dialyse L 
4 1 l EMK (400 ml) Nach 21 Tagen 400 ml SPE und Dialyse D 
4.1 1 l EMK (400 ml) Nach 21 Tagen 400 ml SPE und Dialyse D 
K 1 l EMK (400 ml) Nach 21 Tagen 400 m SPE und Dialyse L 
 
 
2.12.1.6 Identifizierung der gefärbten Substanz(en) durch 
vergleichende Auswertung der HPLC-UV und TIC-
Chromatogramme 
Im Anschluss an die Kultivierungen und die Methanolyse wurden die Proben 
zentrifugiert (12.000 rpm für 10 min), die Gefäße dreimal mit 200 µl Aqua 
bidest. gewaschen und die Überstände direkt in der HPLC aufgetrennt (Agilent 
1100 mit Online Degaser und DAD, gekoppelt mit Ionen Falle; Bruker HCT 
Ultra) und am Massenspektrometer (Bruker MicroTof, gekoppelt mit HPLC 
Agilent 1200 mit VWD) gemessen. Dabei wurden die Säule C18- 250 x 4,6mm; 5 
µm Teilchengröße (Phenomenex) sowie ein Injektionsvolumen von 20 µl 
Material und Methoden 
 
57 
verwendet. Die Kalibrierung erfolgte intern mit Na-Formiat-Clustern. Als 
mobile Phase wurden die Lösemittel Aqua bidest. mit 0.005% Ameisensäure 
(Solvent A) und Acetonitril (Solvent B) verwendet. Die Zusammensetzung des 
Fließmittels über die Messdauer ist in Tabelle 13 dargestellt. Die UV-
Chromatogramme wurden bei Wellenlängen von 212-228 nm aufgenommen. 
 
Tabelle 13: Elutionsprotokoll zur Auftrennung der braun gefärbten Substanz(en) von 
Fischerella ambigua mittels HPLC. Zusammensetzung der Solventen siehe Text. 
Zeit [min] Anteil Solvent A [%] Anteil Solvent B [%] 
0 80 20 
7 60 40 
10 35 65 
15 35 65 
15,1 80 20 
20 80 20 
 
Ein Vergleich der HPLC-UV und TIC-Daten von den Kulturüberständen nach 
Inkubation im Licht (Braunfärbung) und Dunkeln (ungefärbt) sollte eine 
Identifizierung der vermeintlichen Lichtschutzsubstanz(en) ermöglichen.  
 
2.13. Herkunft der verwendeten Chemikalien 
Alle verwendeten Chemikalien wiesen HPLC oder p.a.-Grade auf und wurden 
von den Firmen Merck (Darmstadt, Deutschland), Fluka (Buchs, Schweiz), 
Finnzymes Thermo Scientific (Dreieich, Deutschland), Riedel de Haën (Seelze, 
Deutschland), Serva (Heidelberg, Deutschland), VWR International (Leuven, 
Belgien), Sigma Aldrich (Steinheim, Deutschland), Invitrogen (Karlsruhe), MBI 
Fermentas (St. Leon-Rot, Deutschland), Roche (Mannheim, Deutschland), 
Zymo Research Europe (Freiburg, Deutschland), New England Biolabs 
(Frankfurt a.M., Deutschland), Biozym Scientific GmbH (Deutschland) und 
QIAGEN (Hilden, Deutschland) bezogen. 
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III. Ergebnisse und Diskussion 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollten die von den Cyanobakterien 
Geitlerinema Stamm Flo1 und Fischerella ambigua produzierten und 
sekretierten Naturstoffe untersucht und identifiziert werden (siehe Kap. 1.5.2). 
Die Kapitel zur morphologischen und molekularen Charakterisierung der 
verwendeten Cyanobakterien (Kap. 3.1), die Identifizierung der hemmenden 
Substanz im Kulturüberstand von Stamm Flo1 (Kap. 3.7) sowie die 
Identifizierung der gefärbten Substanz im Kulturüberstand von Fischerella 
ambigua (Kap. 3.8) sind „in sich― schlüssig und können separat betrachtet 
werden. Die Versuche zur Identifizierung der NRPS-Naturstoffe sind 
thematisch und experimentell verknüpft und sollten zusammen betrachtet 
werden (Kap. 3.2-3.5). Nach anfänglichen Versuchen zur Detektion der 
Naturstoff-Gene (Kap. 3.2) und der Sequenzierung des NRPS-Operons mittels 
RAGE-PCR (siehe Kap. 3.2.1) lag der Fokus auf einer Inaktivierung der NRPS-
Gene mittels homologer Rekombination durch eine Knock-Out Mutation (Kap. 
3.3-3.5). Diese Arbeiten können thematisch in „Transformation und homologe 
Rekombination (Kap. 3.3)―, „Nachweis der erfolgreichen Integration des 
Vektors in die DNA (Kap. 3.4)― und „Identifizierung der potentiellen NRPS-
Naturstoffe durch einen Vergleich der HPLC-Chromatogramme von Wildtyp 
und Mutante (Kap. 3.5)― differenziert werden. 
Eine Übersicht der wesentlichen durchgeführten Arbeiten ist in Abbildung A1 
schematisch dargestellt. Dabei sind die detaillierten Arbeiten der einzelnen 
Kapitel durch gestrichelte Pfeile gekennzeichnet. Darüber hinaus zeigen die 
Abbildungen A2 bis A9 zu Beginn der folgenden Kapitel schematisch die 
geplanten Arbeitsschritte bzw. die angepassten Strategien zur Identifizierung 
der von Stamm Flo1 produzierten Naturstoffe. 
 




Abbildung A1: Zusammenfassung der in dieser Arbeit durchgeführten Arbeiten. Die 
übergeordneten Kapitel (links) sind teilweise thematisch und experimentell 
miteinander verknüpft (durch Pfeile gekennzeichnet) und können in einzelne 




3.1 Phylogenetische Einordnung und Morphologie der verwendeten 
Cyanobakterien  
3.1.1 Stamm Flo1  
Der in der vorliegenden Arbeit untersuchte Stamm Flo1 wurde bereits 2007 
morphologisch und genetisch im Rahmen einer Diplomarbeit charakterisiert 
und klassifiziert (Schrübbers, 2007). Für eine Überprüfung dieser Ergebnisse 
wurden in der vorliegenden Arbeit zusätzlich lichtmikroskopische und 
elektronenmikroskopische Aufnahmen angefertigt (siehe Kap. 2.2) und in 
Abbildung 17 dargestellt.  
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Abbildung 17: Licht- (A) und elektronenmikroskopische (B) Dokumentation der 
Morphologie von Stamm Flo1. 
 
Die Zellen von Stamm Flo1 sind als gerade bis leicht gebogene Filamente mit 
abgerundeten apikalen Zellen organisiert (Abb. 17 A). Ausdifferenzierte Zellen, 
wie Heterozysten, Akineten, nekridische Zellen oder Beozyten, konnten nicht 
detektiert werden. Wie in den elektronenmikroskopischen Aufnahmen (Abb. 17 
B) zu erkennen ist, haben die Filamente keine signifikanten Einschnürungen 
zwischen den einzelnen Zellen. Die dokumentierte Zellmorphologie von Stamm 
Flo1 zeigt keine Unterschiede zu der ersten morphologischen Beschreibung im 
Jahr 2007, lediglich die Qualität der Aufnahmen konnte signifikant erhöht 
werden.  
Zur Überprüfung der phylogenetischen Position von Stamm Flo1 sollte die 
Qualität der DNA-Sequenzierung erhöht werden. Dazu wurden die 16S rDNA- 
PCR-Produkte in den Vektor pDrive ligiert und in E. coli kloniert. Anschließend 
wurden einzelne Klone „gepickt―, der Vektor mit Insert isoliert und sequenziert 
(siehe Kap. 2.4.1-2.4.3). Ein Vergleich mit den Sequenzen der Diplomarbeit 
zeigte jedoch keine Unterschiede in der ermittelten Nukleotidabfolge. Für die 
Konstruktion des Stammbaumes wurden weitere verwandte Organismen und 
zusätzliche „Outgroups― inkludiert (Abb. 18).  
B A 
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Abbildung 18: Phylogenetischer Stammbaum von Stamm Flo1 und nahverwandter 
Organismen auf Basis der 16S rDNA-Sequenz nach der „Maximum-Likelihood― 
Methode. Als „Outgroup― wurden die Sequenzen der Gloeobacter Stämme PCC 7421 
und PCC 8105 sowie von Bacillus subtilis verwendet. In Klammern angegeben sind die 
„accession-number― der NCBI-Datenbank. Skalierung: Anzahl an Substitutionen pro 
Nukleotid. 
 
Die bisherige phylogenetische Einordnung von Stamm Flo1 erfolgte mit nur 
wenigen nahverwandten Organismen und lediglich einer „Outgroup― (siehe 
Schrübbers, 2007). In der vorliegenden Arbeit konnte die phylogenetische 
Position anhand des erstellten „Maximum-Likelihood― Stammbaumes bestätigt 
werden. Die Zugehörigkeit in das Genus Geitlerinema sowie die enge 
Verwandtschaft zu dem Stamm Geitlerinema PCC 7105 konnte eindeutig 
nachgewiesen werden. Darüber hinaus wurde für die Veröffentlichung der 
Ergebnisse zur Produktion der L-Aminosäureoxidase (siehe Kap. 3.7) ein 
Stammbaum mittels ARB erstellt (siehe Anhang, Kap. IX.3). Zu diesem Zweck 
wurden weitere Organismen berücksichtigt und der Stammbaum nach den 
Methoden ―Neighbour-Joining‖, ―Maximum-Parsimony‖ und ―Maximum-
Likelihood‖ erstellt. Alle konstruierten Stammbäume bestätigen das oben 
abgebildete Verwandtschaftsverhältnis von Stamm Flo1.  
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3.1.2 Fischerella ambigua 
Der ebenfalls in der vorliegenden Arbeit verwendete Stamm Fischerella 
ambigua wurde bisher ausschließlich anhand morphologischer Kriterien 
klassifiziert.  
 
Abbildung 19: Licht- (A) und elektronenmikroskopische (B) Dokumentation 
der Morphologie des Stammes Fischerella ambigua mit Darstellung der 
Verzweigungen (a) und Heterozysten (b). 
 
Die licht- und elektronenmikroskopischen Aufnahmen von Fischerella ambigua 
(Abb. 19) zeigen die für die Ordnung V (Stigonematales) charakteristischen 
Verzweigungen der Filamente (a) sowie die ausdifferenzierten Heterozysten (b). 
darüber hinaus veranschaulichen die elektronenmikroskopischen Aufnahmen 
(Abb. 19 B) die komplexe dreidimensionale Struktur der Filamente (vgl. dazu 
auch Abb. 48, Kap. 3.8).  
Für die erstmalige Einordnung des Stammes in phylogenetische Stammbäume 
wurde die 16S rDNA sequenziert und ein Stammbaum (Abb. 20) mit der 
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Abbildung 20: Phylogenetischer Stammbaum von Fischerella ambigua und 
nahverwandter „Organismen― auf Basis der 16S rDNA-Sequenz nach der „Maximum-
Likelihood― Methode. Als „Outgroup― wurden die Sequenzen der Gloeobacter Stämme 
PCC 7421 und PCC 8105 sowie von Bacillus subtilis verwendet. In Klammern 
angegeben sind die „accession-number― der NCBI-Datenbank. Skalierung: Anzahl an 
Substitutionen pro Nukleotid. 
 
Die Auswertung der 16S rDNA-Sequenzen zeigte eine nahe genetische 
Verwandtschaft zu Stämmen der Gattung Symphyonema (Ordnung 
Stigonematales). Die genetische Übereinstimmung mit dem Stamm 
Symphyonema sp. 1269-1 betrug dabei 98,3%. Eine weiterführende 
Klassifizierung anhand von DNA-DNA-Hybridisierungen oder der 
Sequenzierung von Marker-Genen (z.B. gyrB) oder der „Internal Transcribed 
Spacer Region― (ITS) wurde in der vorliegenden Arbeit nicht durchgeführt und 
die ursprüngliche Bezeichnung Fischerella ambigua wurde beibehalten. 
Insgesamt wurden bisher nur 15 Arten der Gattung Fischerella beschrieben, von 
denen nur wenige genauer charakterisiert wurden (Komarek und Hauer, 2004; 
Fiore et al., 2009). Das Genus Fischerella ist bekannt für die Produktion 
diverser bioaktiver Substanzen wie Fischerindol L (Park et al, 1992), Ambigol A 
und B (Falch et al., 1995), Hapalindol G und H (Becher und Jüttner, 2006) und 
Fischerellin A (Etchegaray et al., 2004). Der in der vorliegenden Arbeit 
verwendete Stamm Fischerella ambigua zeigte währende der Kultivierung eine 
kontinuierliche und lichtintensitätsabhängige Sekretion einer gefärbten 
Substanz ins Medium. Die Charakterisierung dieser Substanz ist in Kapitel 3.8 
dargestellt. 
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3.2 Nachweis und Sequenzierung der Naturstoff-Gene für NRPS und 
PKS bei Stamm Flo1 und Fischerella ambigua 
 
Abbildung A2: Übersicht der ursprünglich geplanten Arbeitsschritte zur 
Identifizierung der Naturstoffe von Stamm Flo1 mit ausschließlich 
molekularbiologischen Methoden. 
 
Nach elektrophoretischer Auftrennung der PCR-Produkte (siehe Kap. 2.4) 
wurden bei den untersuchten Stämmen Nostoc punctiforme PCC 73102 und 
Anabaena variabilis PCC 7122, die als Positivkontrollen dienten, sowie bei den 
in dieser Arbeit untersuchten Stämmen Geitlerinema PCC 7105 und Stamm 
Flo1 NRPS-Banden mit einer Größe von je 1 kb detektiert. Die Auftrennung der 
PKS-PCR-Produkte zeigte je eine Bande bei 0,7 kb bei den vier oben genannten 
Stämmen. Bei Fischerella ambigua konnten weder NRPS- noch PKS-Gene 
detektiert werden (Daten nicht gezeigt). Auch durch modifizierte PCR-
Programme mit unterschiedlichen Annealing-Temperaturen sowie 
verschiedenen DNA- und Magnesiumkonzentrationen konnten bei diesem 
Organismus keine Banden nachgewiesen werden. Die Naturstoffsynthese bei 
Stamm Fischerella ambigua erfolgt demnach wahrscheinlich ribosomal unter 
Verwendung von ausschließlich proteinogenen Aminosäuren. 
Aus je zehn transformierten Klonen mit den NRPS- und PKS-Inserts von 
Stamm Flo1 wurden die Plasmide isoliert und sequenziert (siehe Kap. 2.5.1). Die 
PCR zur Amplifikation dieser A- und KS-Domänen erfolgte mit degenerativen 
Primern, die an konservierte Bereiche binden. Folglich sollten alle in der 
genomischen DNA enthaltenen Domänen amplifiziert werden (siehe Kap. 2.5). 
Der Sequenzierungsumfang war aus Kostengründen mit jeweils n=10 zwar 
relativ gering (siehe Kap. 2.5.1), das Ergebnis der A-Domänen-Sequenzierung 
allerdings eindeutig. Bei den zehn untersuchten Plasmiden mit A-Domänen 
Insert konnte lediglich eine Nukleotidsequenz ermittelt werden, die in allen 
Plasmiden identisch war. Die Auswertung der zehn isolierten PKS-Plasmide 
zeigte insgesamt zwei unterschiedliche Nukleotidsequenzen (siehe Anhang, 
Kap. IX.2). 
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Anhand dieser Sequenzen wurden jeweils die vier genspezifischen Primer GSP1 
- GSP4 (für NRPS und PKS) sowie die Primer LF-fw/-rev, RF-fw/-rev und 
SBlot-fw/-rev (nur NRPS) für die weiteren Versuche konzipiert (Abb. 21; siehe 
auch Tab. 5, Kap. 2.4). 
 
Abbildung 21: Schematische Darstellung einer NPRS A-Domäne und der in dieser 
Arbeit konzipierten NRPS-spezifischen Primer sowie der pDrive Primer (siehe auch 
Tab. 5, Kap. 2.4) und deren Syntheserichtung.  
 
Die konzipierten GSP-Primer der KS-Domäne (PKS) weisen die gleiche relative 
Orientierung innerhalb der KS-Domäne auf wie die in Abbildung 21 
dargestellten GSP Primer der NRPS. 
Voraussetzung für die Detektion der Naturstoff-Gene bei Cyanobakterien 
mittels PCR und degenerativer Primer sind axenische Kulturen 
(unicyanobakterielle Isolate ohne heterotrophe Bakterien). Die Präsenz von 
heterotrophen Bakterien kann auf Grund der unspezifischen Primerbindung zu 
unerwünschten Amplifikaten führen (Christiansen et al., 2001; Vizcaino et al., 
2005). Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten Stämme Flo1 sowie die 
Stämme der „Pasteur Culture Collection― konnten anhand lichtmikroskopischer 
Kontrollen (siehe Kap. 2.2) als axenische Cyanobakterien identifiziert werden.  
Die Gene für nicht-ribosomal synthetisierte Naturstoffe sind unter 
Cyanobakterien, besonders bei filamentösen Vertretern, weit verbreitet 
(Gerwick et al., 2008). Silva-Stenico und Mitarbeiter (2011) konnten bei 92% 
bzw. 80% der 50 getesteten Stämme die Gene für NRPS und PKS nachweisen. 
Bei den untersuchten Gattungen der Ordnung Oscillatoriales lag das Ergebnis 
mit 92% und 85% sogar über dem Durchschnitt. Dabei wurden bei beiden 
untersuchten Geitlerinema Stämmen (Geitlerinema splendidum und 
Geitlerinema sp. UVF-01) PKS Gene detektiert, wobei bei dem Erstgenanntem 
zusätzlich auch NRPS-Gene nachgewiesen wurden. Speziell Cyanobakterien aus 
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marinem Habitat produzieren eine Vielzahl an bioaktiven Metaboliten und es 




Nach Herstellung der „Restriction Library― (siehe Kap. 2.6.1) sollten in einer 
ersten RAGE-PCR die an die sequenzierten A- bzw. KS-Domänen angrenzenden 
Fragmente amplifiziert und sequenziert werden.  
Bei der durchgeführten NRPS-RAGE-PCR sind nur in den Ansätzen mit den 
Restriktionsenzymen XbaI mit den Primern AP1/GSP1-fw und AP1/GSP3-rev, 
HindIII (AP1/GSP3-rev) und EcoRI (AP1/GSP3-rev) Amplifikate entstanden 
(Daten nicht gezeigt). Ein Vergleich der getesteten PCR-Protokolle (siehe Kap. 
2.6.2) zeigte bessere Ergebnisse bei Verwendung der „2-step-PCR― (siehe Tab. 
7) im Vergleich zur „Standard-PCR― (siehe Tab. 8). 
Bei der PKS-RAGE konnten trotz diverser modifizierter PCR-Protokolle keine 
PCR-Produkte amplifiziert werden. Ursächlich für das Fehlschlagen der PKS-
RAGE-PCR war wahrscheinlich die höhere Variabilität innerhalb der KS-
Domänen (siehe Alignment in Abb. 23, Kap. 3.2.2), wodurch die Bindung der 
Primer negativ beeinflusst wurde.  
Bei einer zweiten NRPS-RAGE-PCR mit den Primern AP2 und GSP2 bzw. GSP4 
und den PCR-Produkten der ersten RAGE-PCR als Template (siehe Kap. 2.6.2) 
konnten anschließend ebenfalls keine Amplifikate nachgewiesen werden (Daten 
nicht gezeigt). Modifizierte PCR-Protokolle mit veränderten 
Magnesiumkonzentrationen und Annealing-Temperaturen führten ebenfalls zu 
keinen Verbesserungen. Um einen hohen zeitlichen Aufwand bei der 
Optimierung der RAGE-PCR zu minimieren, wurden die PCR-Produkte der 
ersten NRPS-RAGE aufgereinigt und direkt sequenziert. Die Auswertung dieser 
Sequenzen war auf Grund sehr schlechter Signale allerdings nicht möglich.  
 
Es zeigte sich, dass eine kontinuierliche Sequenzierung des gesamten NRPS- 
bzw. PKS-Operons mittels RAGE-PCR im Rahmen dieser Arbeit nicht 
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praktikabel war und keine zusätzlichen Sequenzinformationen generiert werden 
konnten. Der Versuchsumfang der RAGE-PCR war insgesamt sehr groß, eine 
Vielzahl angrenzender Fragmente hätte durch optimierte Versuchsprotokolle, 
sowie der Synthese „neuer― Primer, Restriktionsverdau der DNA, Ligation an 
den Adapter und diverse Sequenzierungen erfolgen müssen (siehe auch Kap. 
3.6). Ein Vergleich mit Angaben in der Literatur war leider nicht möglich, da 
bisher keine Arbeiten an Cyanobakterien mit dieser Technik vorliegen. 
Ein weiteres Problem bei der Sequenzierung der Naturstoffgene können die 
Größe und die Anzahl der NRPS- und PKS-Operone darstellen. Ehrenreich und 
Mitarbeiter (2005) konnten bei Nostoc punctiforme, in der vorliegenden Arbeit 
als Positivkontrolle bei der Detektion der Naturstoff-Gene verwendet (siehe 
Kap. 3.2), 17 NRPS und 10 PKS-Gene mit 42 A- und 22 KS-Domänen im Genom 
annotieren. Die Größe der kodierenden Gene unterliegt ebenfalls erheblichen 
Schwankungen. Als Beispiele dafür dienen die in Abbildung 2 (Kap. 1.1) 
dargestellten Moleküle, bei denen die Gengröße zwischen 26 kb (Barbarmid), 58 
kb (Jamaicamid A) bis zu 64 kb (Curacin A; Tan, 2006) variiert.  
Obwohl die bei Stamm Flo1 in dieser Arbeit nachgewiesene Anzahl an A- und 
KS-Domänen nur sehr gering war (siehe Kap. 3.2.2), und folglich Größe und 
Anzahl des jeweiligen Operons nicht zu groß sein sollten, waren der anstehende 
Umfang bezüglich RAGE-PCR und die nötigen Sequenzierungen nicht 
abschätzbar, so dass die Strategie zur Identifizierung der produzierten 
Naturstoffe geändert wurde (siehe Abb. A3, siehe auch Kap. 3.6).  
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3.2.2 Ermittlung der Substratspezifität der sequenzierten A-Domäne 
 
Abbildung A3: Übersicht der Arbeitsschritte, die alternativ zur erfolglosen RAGE-
PCR (siehe Kap. 3.2.1) für eine genetische Identifizierung der Naturstoffe von Stamm 
Flo1 durchgeführt wurden bzw. werden sollten. 
 
Da eine kontinuierliche Sequenzierung des gesamten Naturstoff-Operons 
mittels RAGE-PCR nicht möglich war (siehe Kap. 3.2.1), sollte die 
Substratspezifität der A-Domäne(n) ermittelt werden. Die Verwendung von 
Datenbanken kann anschließend Voraussagen bezüglich des produzierten 
Naturstoffs ermöglichen. Bei bekannten Sequenzmotiven können Rückschlüsse 
auf den in den Naturstoff inkorporierten „Baustein― gezogen werden, da die A-
Domäne spezifisch nur ein Substrat erkennt und aktiviert (siehe Kap. 1.2.3.1.1). 
Die Translation der sequenzierten A-Domäne (siehe Anhang, Kap. IX.2) in die 
entsprechende Aminosäurenabfolge ergab die in Abbildung 22 dargestellte 
Sequenz. Für die Ermittlung der Substratspezifität der A-Domäne wurden die 
konservierten Sequenzmotive innerhalb der A-Domäne (siehe Tab. 1, Kap. 
1.2.3.1.1) durch einen Vergleich mit der Literatur (Marahiel et al., 1997) 
markiert (Fettdruck und unterstrichen). Darüber hinaus konnten die 
potentiellen Aminosäurereste der Bindungstasche des Enzyms detektiert 
werden (rot markiert). 
 





         A2 
 
PNVPVNSDRLAYVIYTSGSTGTPKGVAVEHRSLVNFTEAAGEEYNISDRDRVLQFATLG 






        A5 
 
NRSGRELPIGTPIRNATTYVLDPCLKPVPLGIPGELYIGGAGIARGYLNRPDLNERTFID 
          A6 
 
DPFSSVPGARLYKTGDRVCLREDGNLEFLGRIDNQVKIRG 
         A7     A8 
 
Abbildung 22: Aminosäuresequenz der A-Domäne mit Markierung der konservierten 
Sequenzmotive A2 bis A8 (fettgedruckt und unterstrichen) sowie die Aminosäuren der 
Bindungstasche des Enzyms (rot markiert). 
 
In der ermittelten Sequenz der A-Domäne (siehe Kap. 3.2) konnten die 
konservierten Regionen A2 bis A8 eindeutig detektiert werden, die Region A4 
allerdings nur unter Vorbehalt (lediglich zwei von vier Aminosäuren 
übereinstimmend). 
Die Verwendung von Online-Datenbanken (http://nrps.igs.umaryland.edu) 
ermittelte die in Abbildung 22 rot markierten Aminosäuren D T E D I G S V als 
Bindungstasche des Enzyms für das Substrat. Diese zeigte Ähnlichkeiten sowohl 
zur Pyroverdin-Synthetase, die an den Aminosäuren D A E D I G A I das 
Substrat Arginin erkennt und aktiviert, als auch zur Bacitracin Synthetase mit 
den Aminosäureresten D A E S I G S V zur Erkennung von Lysin. Ein Vergleich 
mit 36 in der Literatur beschriebenen Sequenzen (Barrios-Llerena et al., 2007) 
zeigte hohe Übereinstimmungen bei den Aminosäuren Aspartat (D an Position 
1) bei 35 Sequenzen, Isoleucin (I, an Position 5) bei 12, Glycin (G, an Position 6) 
bei 17 und Valin (V, an Position 8) bei 13 hinterlegten Sequenzen. Die 
Aminosäuren Threonin (T, an Position 2) und Aspartat an Position 4 konnten in 
keiner Sequenz detektiert werden, Serin (S, an Position 7) bei lediglich einer 
und Glutamat (E an Position 3) bei drei Sequenzen.  
Da die in Datenbanken veröffentlichten Sequenzen der Bindungstaschen nicht 
identisch mit der generierten Sequenz von Stamm Flo1 waren, konnte anhand 
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der bisher ermittelten Daten keine exakte Aussage über das potentielle Substrat 
der A-Domäne von Stamm Flo1 getroffen werden. Darüber hinaus wurden 
bisher bei datenbankbasierten Voraussagen der Substratspezifität auf 
Grundlage der Bindungstaschen nur wenige cyanobakterielle Sequenzen 
berücksichtigt, so dass gesicherte Aussagen momentan noch nicht möglich sind 
(Kalaitzis et al., 2009). 
 
Bei der Auswertung der zehn Plasmide mit KS-Domänen-Insert konnten 
insgesamt zwei unterschiedliche Nukleotidsequenzen ermittelt werden (siehe 
Anhang, Kap. IX.2). Das Alignment der entsprechenden Aminosäuresequenzen 
dieser beiden Nukleotidsequenzen ist in Abbildung 23 dargestellt. 
 
1- AMDPQQRLFLESAWEALEHAGYSSPEEKRAIGVFAGVGMGTYLLYNLSPN -50 
1- AMDPQQRIFLECAWEAMEDAGYYAEGFDGAIGVYAGSLLSTYLM-NLYSN -50 
 
51- PDI I ESRGLLS TLVG VDKDYLPTR VSYKLNLNGPSVSVGTACSSSLVAVH -105 
51- PDLLESVGAAQVGVGNNVDFLCTMLSYKLGLNGPSVTVQTACSTSLVAAH -105 
 
106- LACQS LLS GECD I ALGAGVAVKVPQSEL–TL SPD EIVSSDGHCRAFDRN -160 
106- VACQALLNGECDMALAGGVAVRTPQRAGYYYQEGGILSPDGR CRAFDAN -160 
 
161- ANGTVGGNGIGVVVLKRLEDA I ADRDTIYA VVKGSAINNDGAQKVGYT -211 
161- ARGTVFGNGAGI VVLKRLADAMADGDAIRAVI KGSAINNDGSL KVGFT -211 
 
212- APSEDGQTRV IRAAQIMAEVEPDS ISYMETHGTGT -248 
212- APSVQGQTAVVVEALAAAGVNADAIGYVETHGTGT -248 
 
Abbildung 23: Alignment der beiden unterschiedlichen Aminosäuresequenzen der 
KS-Domänen (PKS) von Stamm Flo1. In beiden Alignments identische Aminosäuren 
sind durch Fettdruck gekennzeichnet. 
 
Das Alignment der unterschiedlichen Aminosäuresequenzen der KS-Domänen 
von Stamm Flo1 zeigt sowohl konservierte (fettgedruckt) als auch variable 
Regionen. Durch die datenbankbasierte Auswertung 
(http://nrps.igs.umaryland.edu) der Aminosäuresequenzen wurden diese zwar 
als KS-Domäne identifiziert, es konnten aber keine zusätzlichen Erkenntnisse 
gewonnen werden.  
 
Die Tatsache, dass mittels PCR nur eine A- bzw. zwei KS-Domänen 
nachgewiesenen werden konnten, deutet auf ein NRPS/PKS-Hybrid hin. Die 
Ergebnisse und Diskussion 
 
71 
Kombination von NRPS und PKS-Modulen zur Erhöhung der 
Produktvariabilität wurde bei diversen Mikroorganismen bzw. für deren 
Naturstoffe dokumentiert, beispielsweise bei der Synthese von Curacin A 
(Chang et al., 2004), Barbamid (Chang et al., 2002) und Jamaicamide (Edwards 
et al., 2004). 
Alternativ könnte es sich jeweils um kleine Peptide mit nur einem bzw. zwei 
Bausteinen handeln, welche anschließend durch iterative Systeme multipliziert 
werden könnten (siehe Kap. 1.2.3).  
Anhand der generierten Sequenzdaten waren kaum datenbankbasierte 
Aussagen bezüglich der NRPS und PKS kodierten Produkte (Naturstoffe) 
möglich (siehe oben). Eine Identifizierung des produzierten Naturstoffs und 
seiner Bausteine ausschließlich auf Grundlage der genetischen Information war 
im Rahmen der vorliegenden Arbeit bzw. mit den verwendeten Methoden 
folglich nicht möglich. 
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3.3 Identifizierung der Naturstoffe durch Knock-Out Mutation der 
Gene mittels homologer Rekombination 
 
Abbildung A4: Darstellung der alternativ entwickelten Strategie zur Identifizierung 
der nicht-ribosomal synthetisierten Naturstoffe von Stamm Flo1 (Details siehe Text).  
 
Die genetischen Untersuchungen zur Amplifikation des gesamten NRPS/PKS-
Operons mittels RAGE-PCR und der Identifizierung des Naturstoffs auf Basis 
von Substratspezifitäten konnten im Rahmen dieser Dissertation nicht 
abschließend durchgeführt werden (siehe Kap. 3.2). Um dennoch den 
produzierten Naturstoff identifizieren zu können, sollte ein Knock-Out des  
NRPS-Operons erfolgen (siehe Abb. A4). Da die NRPS, PKS und NRPS/PKS-
Hybrid-kodierten Naturstoffe in einem Operon kodiert werden (Ansari et al., 
2004), sollte eine mutationsbedingte Verschiebung des Leserasters dafür 
sorgen, dass kein NRPS- bzw. PKS-kodierter Naturstoff vom Organismus 
(Mutante) produziert werden kann.  
Diese Versuche zur homologen Rekombination wurden auf Grund der 
Sequenzvariabiliät der KS-Domänen (siehe Kap. 3.2.2) ausschließlich anhand 
der A-Domäne (NRPS) durchgeführt. Dazu wurden die in Abbildung A5 
dargestellten Arbeitsschritte durchgeführt. 
 
Abbildung A5: Darstellung der Arbeitsschritte zur Knock-Out Mutation der NRPS-
Gene durch homologe Rekombination des Mutagenese-Vektors mit der A-Domäne  
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3.3.1 Herstellung des Mutagenese-Vektors 
Im Anschluss an die Amplifikation der Fragmente „LF― und „RF― (siehe Kap. 
2.7.1) unter Verwendung der Primer mit integrierten Restriktionsschnittstellen 
(siehe Tab. 5, Kap. 2.4) wurden diese mit den entsprechenden Enzymen 
geschnitten und anschließend in den Vektor pDrive ligiert. Eine PCR mit 
unterschiedlichen Primerkombinationen (siehe Tab. 10, Kap. 2.7.1) sollte die 
richtige Orientierung der Fragmente im Vektor nachweisen. 
Abbildung 24: Dokumentation des Gel-Bildes zur Überprüfung der Position der 
Fragmente „LF― und „RF― im Mutagenese-Vektor. Der Nachweis der korrekten 
Lokalisation der Fragmente im Vektor (siehe Abb. 15, Kap. 2.7.1) erfolgte durch 
Verwendung unterschiedlicher Primerkombinationen: M13R/RF-rev (Bahnen 1 und 7), 
M13R/LF-rev (Bahnen 2 und 8), M13R/M13F (Bahnen 3 und 9), RF-fw/LF-rev 
(Bahnen 4 und 10), M13F/RF-fw (Bahnen 5 und 11), M13F/LF-fw (Bahnen 6 und 12), 
Negativkontrollen (Bahnen 13 und 14). M: MassRuler DNA Ladder Mix (Fermentas). 
 
Das abgebildete Bandenmuster zeigt, dass der Vektor an den 
Sequenzüberhängen der einzelnen Fragmente ligiert wurde, die durch die 
Verwendung identischer Enzyme entstanden waren. Die Länge der 
aufgetrennten PCR-Produkte reflektiert die Orientierung der Fragmente („LF― 
und „RF―) im Vektor pDrive (vgl. dazu Abb. 15, Kap. 2.7.1). Das PCR-Produkt 
mit den Primern M13R und RF-rev zeigt eine Bande bei ~600 bp (Bahnen 1 und 
7), welche aus der Länge des Vektors (100 bp) und des direkt benachbarten 
„RF―-Fragmentes (505 bp) resultiert. Entsprechend verhält sich die Distanz des 
Fragmentes „LF― (450 bp) zum Vektor mit einem PCR-Produkt von 550 bp 
(Bahnen 6 und 12). Ein PCR-Produkt von 950 bp mit den Primern RF-fw und 
LF-rev zeigt die unmittelbare Nähe beider Fragmente im Vektor (Bahnen 4 und 
10). Die entstandenen PCR-Produkte von ~1150 bp mit den Primern M13R/LF-
M 
 [bp] 
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rev (Bahnen 2 und 8) und M13F/RF-fw (Bahnen 5 und 11) zeigen, dass jeweils 
ein zusätzliches Fragment zwischen dem Vektorprimer und dem entfernt 
liegenden „Fragmentprimer― liegen muss. Insgesamt zeigten die Ergebnisse, 
dass die Fragmente in der richtigen Orientierung in den Vektor ligiert wurden. 
Die Amplifikation des gesamtes Inserts mit dem M13-Primerpaar (Bahnen 3 
und 9) hat auf Grund der zu hohen Annealing-Temperatur während der PCR 
nicht funktioniert, da diese mit 60°C deutlich über der Schmelztemperatur der 
Primer lag (vgl. Tab. 5, Kap. 2.4). Da die nachgewiesen PCR-Produkte aber 
ausnahmslos in der richtigen Größenordnung detektiert werden konnten, wurde 
auf eine Optimierung der PCR zur Amplifikation des fehlenden Fragmentes 
verzichtet. Der so hergestellte Vektor wurde für die folgenden Transformationen 
eingesetzt. 
 
3.3.2 Transformation des Vektors in E. coli und Isolierung in großen 
Mengen 
Die Produktion von großen Mengen des Mutagenese-Vektors sollte durch eine 
Transformation des Vektors in E. coli Stamm DH5α erfolgen. Dieser 
transformierte Stamm wurde anschließend in 100 ml Volumina kultiviert und 
die Plasmide wurden aus den Zellen extrahiert (siehe Kap. 2.7.2). Für die 
Extraktion des Plasmids in großen Mengen wurden diverse Extraktions-Kits von 
verschiedenen Firmen getestet. Dabei konnten allerdings lediglich Ausbeuten 
von ca. 1 µg DNA erreicht werden. Auch die Verwendung diverser modifizierter 
Protokolle der alkalischen Lyse zur Plasmidextraktion (siehe Kap. 2.9) brachten 
keine signifikant höheren Ausbeuten (Daten nicht gezeigt). Erst durch den 
Einsatz des Midi-Kits (Macherey-Nagel) konnten ausreichende Mengen isoliert 
werden. Es zeigte sich dabei, dass in den ersten Versuchen bei dem letzten 
Zentrifugationsschritt (im Anschluss an die Isopropanolfällung) ein Großteil der 
isolierten Plasmide verloren ging. Erst die Verwendung des „Finalizers― im 
verwendeten Extraktions-Kit ermöglichte die Isolierung der benötigten 
Plasmid-Mengen. Dabei handelt es sich um eine Aufkonzentrierung der 
isolierten Plasmide durch den Einsatz eines Filters, anstelle der Zentrifugation. 
Es konnten daraufhin Ausbeuten von 220 µg Plasmid-DNA pro 100 ml Kultur 
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erzielt werden. Jeweils 20 µg Plasmid-DNA wurden für die folgenden 
Transformationen mittels NcoI linearisiert und mit Isopropanol ausgefällt, 
aufgereinigt und die Konzentration wurde erneut bestimmt (siehe Kap. 2.7.2). 
Dabei zeigten sich lediglich geringe DNA-Verluste durch die Aufreinigung 
(<10%). Die erneute Aufreinigung des geschnittenen Vektors war nötig, da die 
im Restriktionspuffer enthaltenen Salze und Chemikalien die erfolgreiche 
Elektroporation im Anschluss verhinderten (siehe auch Kap. 3.3.5). Anhand 
einer Kontroll-PCR, wie sie schon bei der Herstellung des Mutagenese-Vektors 
verwendet wurde (siehe Tab. 10, Kap. 2.7.1 sowie Kap. 3.3.1), konnte 
nachgewiesen werden, dass der richtige Vektor isoliert wurde (Daten nicht 
gezeigt). 
 
3.3.3 Vereinzelung der Zellen und Wachstumskontrolle 
Die Auftrennung der Filamente von Stamm Flo1 in Einzelzellen (siehe Kap. 
2.7.4) war nötig, da das im Anschluss an die Transformation verwendete 
Kanamycin als bakteriostatisches Antibiotikum die Synthese der Zellwand 
beeinflusst und somit nur wachsende Zellen tangiert. Versuche mit intakten 
Filamenten von Stamm Flo1 haben gezeigt, dass diese nach Zugabe des 
Antibiotikums über Wochen nicht absterben sondern weiter wachsen (Daten 
nicht gezeigt). Durch die Verwendung von Ultraschall (zwei mal 30 Sekunden) 
wurden die Filamente in sehr kurze Bruchstücke (2 Zellen im Filament) bzw. 
Einzelzellen zerbrochen. Die Dokumentation der Ultraschallbehandlung (Abb. 
25) erfolgte lichtmikroskopisch (siehe Kap. 2.2).  
Abbildung 25: Dokumentation der lichtmikroskopischen Aufnahmen der größeren 
(≥3 Zellen im Filament) und kleinen Bruchstücken (2 Zellen) bzw. Einzelzellen von 
Stamm Flo1 nach 30 Sekunden (A) und zwei mal 30 Sekunden (B) 
Ultraschallbehandlung. 
B A 
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Bei der Verwendung des Ultraschalls wurden möglichst kurze Intervalle 
appliziert, um eine Schädigung der Zellen von Stamm Flo1 zu minimieren. Es 
zeigte sich allerdings, dass eine einmalige Beschallung der Zellen nicht 
ausreichte, um Einzelzellen zu erzeugen (siehe Abb. 25 A). Erst die Verwendung 
eines zweiten Intervalls bewirkte die Auftrennung der Filamente in sehr kleine 
Bruchstücke (zwei Zellen) oder Einzelzellen (siehe Abb. 25 B). 
Die vereinzelten Zellen waren ohne die Zugabe des Antibiotikums sowohl in 
flüssigem Medium als auch auf Agarplatten vermehrungsfähig und bildeten 
über einen Zeitraum von 14-21 Tagen Filamente mit ursprünglicher Struktur. 
 
3.3.4 Determinierung der „natürlichen Kanamycin-Resistenz“ von 
Stamm Flo1 
Im Anschluss an die Transformation sollten die Zellen, bei denen eine homologe 
Rekombination stattgefunden hat, anhand ihrer Kanamycin-Resistenz selektiert 
werden. Dazu musste eine natürliche Resistenz des Wildtyps von Stamm Flo1 
gegen das Antibiotikum ausgeschlossen werden (siehe Kap. 2.7.5). Die Versuche 
zur „natürlichen Kanamycin-Resistenz― zeigten, dass vereinzelte Zellen von 
Stamm Flo1 bei einer Konzentration von 25 µg/ml Kanamycin nicht wachsen 
konnten und abstarben. Versuche mit geringeren Konzentrationen des 
Antibiotikums wurden nicht durchgeführt. Auf Grund der vorliegenden 
Ergebnisse konnte bei Stamm Flo1 eine natürliche Kanamycin-Resistenz bei den 
verwendeten Konzentrationen des Antibiotikums ausgeschlossen werden. Die 
Ansätze ohne Kanamycin zeigten normales Wachstumsverhalten.  
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3.3.5 Transformation des Vektors in Stamm Flo1 
Nachdem die Zellen vereinzelt und gewaschen worden waren (siehe Kap. 2.7.4), 
erfolgte die Elektroporation des Vektors in Stamm Flo1 mit unterschiedlichen 
Vektor-Mengen (siehe Kap. 2.7.6). Die Elektroporation erfolgte bei 2,5 kV für 5 
ms. Versuche höhere Stromstärken zu verwenden oder die Dauer des 
Stromstoßes zu verlängern, resultierten in einer Fehlermeldung. Es zeigte sich, 
dass bereits geringste Mengen an Salzen oder Ionen die Elektroporation störten, 
so dass die Proben im Vorfeld mehrfach mit 1 mM HEPES-Puffer gewaschen 
wurden. Außerdem wurden die linearisierten Plasmide nach dem 
Restriktionsverdau aufgereinigt und in nukleasefreiem Wasser resuspendiert. 
 
3.3.6 Wachstum der transformierten Zellen nach Zugabe von 
Kanamycin 
Die transformierten Zellen von Stamm Flo1 wurden im Anschluss an die 
Elektroporation ins Medium überführt, die Zugabe des Antibiotikums bzw. das 
Ausplattieren auf Agarplatten erfolgte nach 48 Stunden (siehe Kap. 2.7.6). Die 
Auswertung nach 21 Tagen Inkubation zeigte, dass die Einzelzellen auf 
Agarplatten mit Kanamycin (50 µg/ml) nicht wachsen konnten. Unabhängig 
von der eingesetzten Menge an Vektor und der Anzahl an ausplattierten Zellen 
konnte kein Wachstum dokumentiert werden. Auch bei einer verlängerten 
Wachstumsphase von vier bis sechs Wochen fand kein Zellwachstum statt. Bei 
den Kontrollen (ohne Kanamycin im Medium) war die komplette Oberfläche 
der Agarplatte bewachsen.  
 
Nach Zugabe des Kanamycin zu den Flüssigkulturen starben diese innerhalb 
von sieben bis zehn Tagen Inkubation vollständig ab, unabhängig von der 
eingesetzten Menge des Vektors bei der Elektroporation (siehe Kap. 2.7.6). 
Nur bei einem Versuchsansatz mit 5 µg eingesetztem Vektor zeigten die Zellen 
eine Resistenz gegen das Antibiotikum. Diese Zellen, im Folgenden mit „mut-
Flo1― bezeichnet, wurden daraufhin in größeren Volumina mit Kanamycin (100 
µg/ml) kultiviert und mittels Ultraschall erneut vereinzelt (siehe Kap. 2.7.4). 
Durch die erneute Zugabe des Antibiotikums (100 µg/ml) zu den vereinzelten 
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Zellen konnte die Resistenz der Zellen gegen Kanamycin bestätigt werden (siehe 
Abb. 26). 
 
Abbildung 26: Photographische Dokumentation des Zellwachstums des Wildtyps von 
Stamm Flo1 (Proben 1 bis 6) und der Mutante „mut-Flo1― (Proben 7 bis 12) nach 14 
Tagen Wachstum bei Zugabe von 100 µg/ml Kanamycin (Proben 3-6 und 9-12). Die 
Proben 1 und 2 bzw. 7 und 8 enthielten kein Antibiotikum und dienten als Kontrolle. 
 
Abbildung 26 zeigt die Kulturen von Stamm Flo1 (Proben 1-6) und der Mutante 
„mut-Flo1― (Proben 7-12) nach 14 Tagen Wachstum. Die vereinzelten Wildtyp-
Zellen von Stamm Flo1 (nicht transformiert) waren ohne Kanamycin im 
Medium überlebensfähig (Proben 1 und 2). Durch die Zugabe des Antibiotikums 
starben die Zellen des Wildtyps ab (Proben 3-6). Die mit dem Mutagenese-
Vektor transformierten „mut-Flo1―-Zellen wuchsen auch nach Zugabe von 
Kanamycin und zeigten eine Resistenz gegen das Antibiotikum. Die 
Überprüfung der Resistenz, wie in Kapitel 2.7.7 beschrieben, erfolgte mehrfach 
im Abstand von zwei bis drei Wochen. 
 
Die „mut-Flo1―-Zellen wurden auf die maximale Kanamycin-Resistenz hin 
getestet, bei der noch Zellwachstum stattfinden konnte (siehe Kap. 2.7.8). Es 
zeigte sich, dass die Zellen der Mutante bis zu einer Kanamycin-Konzentration 
von 150 µg/ml wachsen. Eine Konzentration von 175 µg/ml wurde von den 
Zellen nicht mehr toleriert.  
Eine lichtmikroskopische Kontrolle (siehe Kap. 2.2) der „mut-Flo1―-Zellen im 
Anschluss an das Wachstum in Anwesenheit des Antibiotikums zeigte eine 
veränderte Morphologie (Abb. 27).  
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Abbildung 27: Lichtmikroskopische Dokumentation der Morphologie der 
transformierten und kanamycinresistenten „mut-Flo1―-Zellen nach 14-tägigem 
Wachstum (siehe auch Abb. 26). a) Zellform, b) Einschnürungen zwischen zwei Zellen, 
c) große Zellen mit Granula, d) wachstumsunfähige Einzelzellen und Bruchstücke, e) 
Zellen im Teilungsstadium (Details siehe Text). 
 
Die Zellen der Mutante zeigten abgerundete Formen (a), im Gegensatz zu den 
rechteckigen Zellen des Wildtyps (vgl. dazu Abb. 17, Kap. 3.1.1). Die 
Einschnürungen (b) zwischen den einzelnen Zellen im Filament waren 
ausgeprägter als beim Wildtyp. Außerdem wurden vergrößerte Zellen detektiert, 
die etwa doppelte Ausmaße aufwiesen und eine hohe Anzahl an Granula 
beinhalteten (c). Darüber hinaus waren kleine Filamentbruchstücke 
nachweisbar, die nicht zum Wachstum fähig waren und somit auch keine 
Filamente ausbildeten (d). Insgesamt zeigten die transformierten und mutierten 
Zellen ein kontinuierliches Wachstum, was durch die Ausbildung von 
Filamenten mit Zellen im Teilungsstadium (e) belegt werden konnte. In Bezug 
auf die Größe der Zellen, mit Ausnahme der oben beschriebenen vergrößerten 
Einzelzellen, konnten keine weiteren morphologischen Veränderungen 
gegenüber dem Wildtyp beobachtet werden.  
 
Ein Transfer von genetischem Material in Bakterien kann durch Transformation 
(Aufnahme externer, nackter DNA), Konjugation (gerichtete DNA-Übertragung 
über direkten Zellkontakt) und Transduktion (Transfer über Bakteriophagen) 
erfolgen (Koksharova und Wolk, 2002). Bei einigen unizellulären 
Cyanobakterien (Anacystis nidulans, Synechocystis sp., Synechococcus sp.) 
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wurde eine natürlich Kompetenz zur Aufnahme externer DNA beobachtet 
(Shestakov und Khyen, 1970; Grigorieva und Shestakov, 1982). Bei filamentösen 
Gattungen konnte dieses Phänomen bisher nur bei einem Stamm der Gattung 
Pseudanabaena dokumentiert werden (Sode et al., 1992). Ein konjugativer 
Transfer von DNA erfolgt zwischen einem Donor- und einem 
Rezipientenstamm. Bei diversen Stämmen der Gattung Anabaena konnte eine 
Plasmidübertragung von E. coli auf das Cyanobakterium nachgewiesen werden 
(Wolk et al., 1984). Für Gattungen der Ordnung Oscillatoriales sind solche 
Systeme bisher ebenfalls nicht dokumentiert und deshalb für diese Arbeit nicht 
relevant. Generell sind genetische Manipulationen bisher nur bei wenigen 
Cyanobakterien erfolgreich durchgeführt worden (Flores et al., 2008). 
Für eine kontrollierte, gerichtete Einbringung genetischen Materials in Stämme 
der Ordnung Oscillatoriales kann die Elektroporation genutzt werden. Dabei 
werden, im Gegensatz zur Konjugation (Übertragung zirkulärer Plasmide), 
linearisierte DNA-Fragmente transformiert. Der Transfer von DNA in 
filamentöse Cyanobakterien mittels Elektroporation ist allerdings bisher in nur 
wenigen Arbeiten beschrieben worden. Erste Versuche dazu wurden an Stamm 
Anabaena sp. M131 (Ordnung IV, Nostocales) durchgeführt (Thiel und Poo, 
1989). Dabei wurden die Zellen nicht vereinzelt, sondern als Filamente mit 
einer Zellzahl von ca. 2 x 109 und Plasmidkonzentrationen von 1-10 µg 
verwendet. Die Autoren konnten zeigen, dass bei niedriger Feldstärke mit 
kurzer Zeitkonstante nur wenige Transformanten erzeugt werden konnten. Eine 
lange Zeitkonstante bei niedriger Feldstärke bewirkte das Absterben der 
meisten Zellen. Die effektivste Elektroporation erfolgte mit 8 kV für 2,5 ms. 
Nach 18 bis 24 Stunden wurden die Zellen auf Agarplatten mit dem 
Antibiotikum Neomycin (15 µg/ml) ausplattiert und nach fünf Tagen Wachstum 
konnten Kolonien der positiv transformierten Zellen detektiert werden.  
Toyomizu und Mitarbeiter (2001) optimierten die Elektroporationsbedingungen 
für den Stamm Spirulina platensis (Ordnung III, Oscillatoriales). Dabei wurden 
die verwendeten Filamente im Vorfeld der Untersuchungen durch eine 
Ultraschallbehandlung über 90 Sekunden vereinzelt. Die Elektroporation 
erfolgte mit 5 µg linearisiertem Vektor und mit 800 µl Zellsuspension mit einer 
OD600 nm von 3,0-4,0. Verschiedene Feldstärken und Zeitkonstanten wurden 
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getestet. Als effektivste Bedingungen stellten sich 4 kV und 5 ms heraus. Das 
Wachstum der Zellen erfolgte über einen Zeitraum von 20 Tagen. 
In der vorliegenden Arbeit wurden ebenfalls verschiedene Feldstärken getestet. 
Dabei zeigte sich, dass eine Elektroporation mit Feldstärken ≥ 3 kV nicht 
möglich war und in einer Fehlermeldung bzw. einem Kurzschluss resultierte. 
Die Elektroporation der vereinzelten Zellen von Stamm Flo1 wurde daraufhin 
mit 2,5 kV für 5 ms durchgeführt. Es zeigte sich außerdem, dass geringste 
Mengen an Salzen im Probenansatz den Versuch stören. Nach Linearisierung 
des extrahierten Vektors musste dieser daher zur Entfernung des 
Restriktionspuffers mit Isopropanol aufgereinigt werden. Die anschließende 
Resuspendierung erfolgte in nukleasefreiem Wasser, die Verwendung von TE-
Puffer führte ebenfalls zum Fehlschlagen der Elektroporation.  
Das Wachstum der transformierten Zellen auf Agarplatten konnte, im 
Gegensatz zu den oben aufgeführten Arbeiten mit Spirulina sp. (Toyomizu et 
al., 2001), nicht beobachtet werden. Da Stamm Flo1 eine gleitende Motilität 
aufweist (siehe Schrübbers, 2007), sollten wachstumsfähige Zellen auf der 
gesamten Oberfläche nachweisbar sein. Für die Versuche zur Transformation 
von Stamm Flo1 mittels Elektroporation wurden viele Parameter variiert. Es 
zeigte sich aber, dass unabhängig von der Zellzahl, der Vektor-Menge und der 
Dauer der Wachstumsphase die Zellen im Anschluss an die Transformation 
nicht wachsen konnten. Die Kontrollen zeigten unverändertes Zellwachstum, 
sowohl auf Agarplatten, als auch im Flüssigmedium und die nicht 
transformierten Kontrollen wurden durch die Zugabe des Antibiotikums 
abgetötet. Obwohl sehr viele Transformationen durchgeführt wurden, waren 
lediglich in einem Versuchsansatz die Zellen im Flüssigmedium anschließend 
resistent gegen das eingesetzte Antibiotikum Kanamycin. Diese Zellen („mut-
Flo1―) wurden in 100 ml Volumina kultiviert und für die weiteren Versuche zur 
molekularbiologischen Insertionskontrolle des Vektors in die genomische DNA 
(siehe Kap. 3.4) sowie den chromatographischen Nachweis der Naturstoffe 
verwendet (siehe Kap. 3.5). Die äußerst geringe Anzahl an positiv 
transformierten Zellen von Stamm Flo1 belegt die oben erwähnte Problematik 
von genetischen Manipulationen bei filamentösen Cyanobakterien.  
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3.4 Kontrollen zur Insertion des Mutagenese-Vektors in die A-
Domäne(n) mittels Southern-Blot und PCR 
 
Abbildung A6: Schematische Darstellung der Arbeitsschritte zur Kontrolle der  
erfolgreichen Transformation bzw. homologen Rekombination des Mutagenese-
Vektors und der genomischen DNA von Stamm Flo1. 
 
Nach Wachstum der Zellen von Stamm Flo1 und der Mutante „mut-Flo1―, 
erfolgten die Extraktion der DNA (siehe Kap. 2.3) und die 
molekularbiologischen Kontrollen zur Insertion des Mutagenese-Vektors in die 
chromosomale DNA bei der Mutante. Methodisch wurden zu diesem Zweck das 
Southern-Blotting (siehe Kap. 3.4.1) sowie die PCR (siehe Kap. 3.4.2) 
verwendet. 
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3.4.1 Southern-Blot zur Detektion der A-Domäne(n) und der 
Kanamycin-Resistenz-Kassette 
 
Abbildung A7: Schematische Darstellung der Arbeitsschritte zur Detektion der A-
Domäne im Wildtyp von Stamm Flo1 und der Kanamycin-Resistenz-Kassette in der 
Mutante mittels Southern-Blot. 
 
Durch eine Hybridisierung von DIG-markiertern Sonden an die A-Domäne in 
der DNA des Wildtyps von Stamm Flo1 sollten Informationen bezüglich der 
Anzahl an A-Domänen im Genom generiert werden. Darüber hinaus sollte eine 
erfolgreiche homologe Rekombination des Mutagenese-Vektors in die 
genomische DNA der Mutante nachgewiesen werden, da die Integration des 
Vektors in die A-Domäne diese separieren würde und die Southern-Blot Sonde 
nicht mit der DNA hybridisieren könnte. Außerdem sollte in der Mutante die 
Kanamycin-Resistenz-Kassette mit einer spezifischen Sonde detektiert werden.  
 
3.4.1.1 Herstellung der Southern-Blot Sonde und Dot-Blot 
Mittels PCR wurden die Southern-Blot Sonden für die A-Domäne und die 
Kanamycin-Resistenz-Kassette amplifiziert und mit DIG markiert (siehe Kap. 
2.8.1.1). Die Auftrennung der PCR-Produkte zeigte distinkte Banden in der 
entsprechenden Größe von ~1000 bp (A-Domäne) und ~800 bp (Kanamycin-
Resistenz-Kassette). Die DIG-markierten Amplifikate waren auf Grund des 
größeren Molekulargewichtes im Gel oberhalb der unmarkierten Sonden 
lokalisiert. Zusätzlich wurde eine Kontrolle der Funktionalität mittels Dot-Blot 
durchgeführt (siehe Kap. 2.8.1.2). Dabei verfärbten sich die aufgetragenen 
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Sonden nach Zugabe des NBT und BCIP dunkel (Daten nicht gezeigt). Die 
erfolgreiche Herstellung der A-Domänen und Kanamycin spezifischen 
Southern-Blot Sonden mittels PCR und DIG konnte anhand dieser Ergebnisse 
nachgewiesen werden.  
 
3.4.1.2 DNA-Extraktion und Restriktionsverdau 
Aus den Zellen des Wildtyps und der Mutante wurde DNA für 
Restriktionsverdaus extrahiert (siehe Kap. 2.3). Es zeigte sich, dass bei den 
„mut-Flo1―-Zellen nur sehr geringe Mengen (~400 ng pro Probe) isoliert 
werden konnten. Erst nach der Optimierung des Protokolls durch die Zugabe 
von CTAB (siehe Kap. 2.8.1.3) konnte die DNA-Ausbeute auf 4 bis maximal 12 
µg DNA pro Probe erhöht werden. Zusätzlich wurde die Qualität bzw. Reinheit 
der DNA signifikant erhöht (Daten nicht gezeigt). CTAB dient der 
Komplexierung von Polysacchariden und Kohlenhydraten. Entscheidend dabei 
ist unter anderem die Salzkonzentration, die durch die Verwendung von NaCl 
eingestellt wurde.  
Ursache für die Probleme bei der DNA-Extraktion aus den Zellen der Mutante 
könnte die veränderte Morphologie der Zellen sein (siehe Abb. 27, Kap. 3.3.6), 
die in einer erhöhten Produktion von Polysacchariden oder sich verändernden 
Zellwänden resultieren könnte.  
Im Doppelansatz wurden je 5 µg der extrahierten und mit dem 
Restriktionsenzym SalI geschnittenen DNA im Agarose-Gel aufgetrennt. 
Anschließend wurde die aufgetrennte DNA eines Gels zur Kontrolle der 
Funktionalität des Restriktionsverdaus visualisiert (Abbildung nicht gezeigt). 
Von dem zweiten Gel des Doppelansatzes wurde der Marker abgeschnitten und 
die DNA-Fragmente mittels Southern-Blot auf die Nylon-Membran transferiert 
(siehe Kap. 2.8.1.4). Im Anschluss an die Fixierung der transferierten DNA-
Fragmente auf die Membran und der Hybridisierung mit der entsprechenden 
Sonde (siehe Kap. 2.8.1.5) erfolgten die „Stringency washes― zur Reduzierung 
der Hintergrundsignale und Entfernung überschüssiger Sonden sowie die 
Detektion der Chemoluminiszenz (siehe Kap. 2.8.1.6).  
 
Ergebnisse und Diskussion 
 
85 
3.4.1.3 Detektion der Chemoluminiszenz der A-Domäne(n) 
Die Abbildung 28 zeigt die detektierten Signale der A-Domänen bei Stamm Flo1 
(Bahnen 1,2 und 4) und der Mutante (Bahnen 3 und 5) nach dem 
Restriktionsverdau mit dem Enzym SalI (siehe Kap. 2.8.1.3). 
Abbildung 28: Darstellung der Chemoluminiszenz der A-Domänen Sonde beim 
Wildtyp von Stamm Flo1 (Bahnen 1,2 und 4) und der Mutante (Bahnen 3 und 5) sowie 
der Positivkontrollen (PK: unmarkierte Sonde). 
 
Bei der Auswertung der Chemoluminiszenz konnten bei den Proben von Stamm 
Flo1 (Bahnen 1,2 und 4) jeweils ein A-Domänen-Signal mit schwacher Intensität 
detektiert werden (Abb. 28). Bei der Mutante (Bahnen 3 und 5) war keine 
Bande nachweisbar. Die aufgetragenen unmarkierten Sonden, die als 
Positivkontrollen dienten, zeigen intensive Signale.  
Dass nur jeweils ein Signal bei Stamm Flo1 detektiert werden konnte, deutet auf 
eine sehr geringe Anzahl an A-Domänen im Genom hin. Allerdings wurde die 
verwendete DNA über Nacht ausschließlich mit einem Restriktionsenzym (SalI) 
geschnitten, so dass eventuell nicht die gesamte genomische DNA verdaut 
wurde und sich mehrere Signale im Gel auf Höhe der detektierten Bande 
überlagern könnten. Aus diesem Grund wurde mit der DNA von Stamm Flo1 
(Wildtyp) ein Restriktionsverdau mit den Enzymen SalI, XbaI, HindIII und PstI 
im Doppelansatz durchgeführt (siehe Kap. 2.8.1.3). Bei einem Versuchsansatz 
wurden die DNA-Fragmente nach elektrophoretischer Auftrennung visualisiert 
und das Gel anschließend verworfen (Abb. 29). Der zweite Ansatz wurde für den 
Southern-Blot verwendet und mit der Sonde hybridisiert (siehe Abb. 30). 
2 5 PK 3 4 1 
PK 
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Abbildung 29: Dokumentation des Restriktionsverdaus genomischer DNA vom 
Wildtyp von Stamm Flo1 mit den Restriktionsenzymen SalI (Bahn 1), XbaI (Bahn 2), 
HindIII (Bahn 3) und PstI (Bahn 4). M: MassRuler DNA Ladder Mix (Fermentas). 
 
Die Abbildung 29 zeigt, dass die genomische DNA von Stamm Flo1 komplett 
verdaut wurde und als „Schmier― über die gesamte Länge des Gels nachweisbar 
ist. Nach dem DNA-Transfer auf die Membran mittels Southern-Blot wurde das 
Gel mit der Sonde zur Detektion der A-Domäne hybridisiert. Die Auswertung 
der Chemoluminiszenz ist in Abbildung 30 dargestellt.  
Abbildung 30: Dokumentation der Chemoluminiszenz der mit unterschiedlichen 
Enzymen verdauten DNA des Wildtyps von Stamm Flo1 nach Hybridisierung mit der 
spezifischen Sonde der A-Domäne unter Verwendung des Gels von Abbildung 29. PK: 
Positivkontrolle (unmarkierte Sonde). 
 
Die Detektion der A-Domäne(n) bei Stamm Flo1 zeigte eine relativ hohe 
Intensität des Hintergrundes, so dass eine eindeutige Auswertung im Prinzip 
nicht möglich war (Abb. 30). Möglicherweise könnte in den Bahnen 2 und 3 je 
eine Bande detektiert werden, exakte Aussagen sind auf Grund dieses 
Ergebnisses allerdings nicht möglich.  
M 1 2 3 4 
A 1 2 3 4 PK 
Ergebnisse und Diskussion 
 
87 
Angesichts der Tatsache, dass bei jedem durchgeführten Southern-Blot die 
Signale der Positivkontrollen ausnahmslos ein klares Signal ergaben, muss von 
der Funktionalität der Methodik ausgegangen werden. Es wurden diverse 
Versuche zur Reduzierung der Intensität des Hintergrundes durchgeführt, dabei 
konnten allerdings keine Verbesserungen erzielt werden. Mögliche Ursachen für 
dieses Phänomen könnten in der zu hohen Konzentration der Sonde, dem 
Austrocknen der Membran während der Präparation oder einem intensiven 
Kontakt der Membran zu Gefäßwänden (Waschschalen) gewesen sein. 
Außerdem könnten zu lange Zeitspannen zwischen den einzelnen 
Arbeitsschritten und eine zu hohe Konzentration der Antikörperlösung zu 
starken Hintergrundsignalen führen.  
Insgesamt konnte bei Stamm Flo1 eine A-Domäne mittels Southern-Blot 
detektiert werden (siehe Abb. 28). Die Auswertung der Abbildung 30 zeigte in 
den Bahnen 2 und 3 ebenfalls je eine potentielle A-Domänen-Bande. Auf Grund 
der hohen Hintergrundsignale im Gel sind allerdings keine gesicherten 
Aussagen möglich. Im Fall mehrerer A-Domänen im Genom von Stamm Flo1, 
hätten allerdings trotz der Hintergrundsignale zusätzliche Banden detektiert 
werden können/müssen.  
 
Die Tatsache, dass bei der Mutante diese A-Domäne nicht detektiert werden 
konnte (siehe Abb. 28, Bahnen 3 und 5), spricht für die Integration des Vektors 
in die A-Domäne. Diese wäre dann mit einer Separierung der Bereiche „LF― und 
„RF― verbunden (siehe Abb. 14, Kap. 2.7.1), so dass die synthetisierte Sonde bei 
den vorliegenden stringenten Bedingungen (zur Minimierung der 
Hintergrundsignale) nicht mehr binden konnte. Zur Überprüfung der 
homologen Rekombination des transformierten Vektors mit der A-Domäne 
sollte die Kanamycin-Resistenz-Kassette, die mit dem Vektor pDrive übertragen 
wurde, mit der DIG-markierten Sonde detektiert werden.  
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3.4.1.4 Detektion der Kanamycin-Resistenz-Kassette 
Für den Nachweis der Kanamycin-Resistenz-Kassette in der Mutante wurde die 
mit vier Enzymen geschnittene DNA (siehe Kap. 2.8.1.3) mit der 
entsprechenden Sonde hybridisiert und die Signale detektiert. Als zusätzliche 
Proben wurden die DNA des Wildtyps (Negativkontrolle), 5 µg des Mutagenese-
Vektors pDrive (enthält die Kanamycin-Resistenz-Kassette) sowie die 
unmarkierte Kanamycin-Sonde (Positivkontrolle) für den Southern-Blot 
eingesetzt. Die Auswertung zeigte erneut eine sehr hohe Intensität an 
Hintergrundsignalen, so dass keine gesicherten Aussagen getroffen werden 
konnten. Lediglich das Signal der Positivkontrolle konnte eindeutig detektiert 
und zugeordnet werden. Weitere Banden konnten nicht detektiert werden 
(Daten nicht gezeigt). 
 
Zusammenfassend lassen sich keine zielführenden Aussagen über die 
Ergebnisse des Southern-Blotting treffen. Die Anzahl an A-Domänen scheint 
gering, lediglich eine A-Domäne im Genom von Stamm Flo1 erscheint 
wahrscheinlich. Diese Ergebnisse sind mit den molekularbiologischen 
Untersuchungen, bei denen lediglich eine A-Domänen-Sequenz ermittelt wurde 
(siehe Kap. 3.2.2), kongruent. Die Integration des Vektors in die A-Domäne der 
Mutante kann vermutet, anhand der vorliegenden Ergebnisse aber nicht 
abschließend belegt werden. Die Detektion der Kanamycin-Resistenz-Kassette 
im Genom der Mutante sowie der Nachweis der Funktionalität der Methode bei 
Verwendung der Kanamycin-Resistenz-Kassette-spezifischen Sonde konnte auf 
Grund der hohen Hintergrundsignale nicht erbracht werden. Insgesamt müsste 
die Methodik weiter etabliert und optimiert werden, was jedoch mit erheblichen 
Kosten und einem großen Zeitaufwand verbunden ist (siehe auch Kap. 3.6).  
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3.4.2 PCR zur Detektion der A-Domäne(n) sowie der Kanamycin-
Resistenz-Kassette  
 
Abbildung A7: Schematische Darstellung der Arbeitsschritte zur Detektion der A-
Domäne im Wildtyp von Stamm Flo1 und der Kanamycin-Resistenz-Kassette in der 
Mutante mittels PCR. 
 
Im Anschluss die Transformation des Mutagenese-Vektors in Stamm Flo1 sollte 
dort eine homologe Rekombination mit der genomischen DNA erfolgen. Dabei 
sollte der Vektor inklusive der Kanamycin-Resistenz-Kassette in die genomische 
DNA integriert werden. Folglich sollten die Bindestellen der A-Domänen-
Primer etwa 5 kb weiter auseinander liegen als beim Wildtyp. Somit sollte unter 
den verwendeten PCR-Bedingungen bei der Mutante keine Amplifikation der A-
Domäne erfolgen. Im Gegensatz dazu sollte ausschließlich bei der Mutante die 
Kanamycin-Resistenz-Kassette amplifiziert und nachgewiesen werden können.  
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3.4.2.1 Detektion der A-Domäne(n) mittels PCR 
Die elektrophoretische Auftrennung der PCR-Produkte nach Amplifikation der 
der A-Domäne beim Wildtyp und bei der „mut-Flo1―-Mutante von Stamm Flo1 
zeigte das in Abbildung 31 dargestellte Bandenmuster. 
Abbildung 31: Dokumentation der elektrophoretischen Auftrennung der PCR-
Produkte nach Amplifikation der A-Domäne des Wildtyps (Bahnen 1 bis 3) und der 
„mut-Flo1―-Mutante (Bahnen 4 bis 6). M: SmartLadder (Eurogentec). 
 
Die Verwendung der spezifischen Primer zur Amplifikation der A-Domänen 
beim Wildtyp von Stamm Flo1 resultierte in Banden mit Größen von ca. 1 kb 
(Bahnen 1 bis 3), welche den bereits detektierten und sequenzierten Banden 
entspricht (vergleiche Kap. 3.2). Bei den Zellen der „mut-Flo1―-Mutante 
konnten diese Banden nicht detektiert werden.  
 
3.4.2.2 Detektion der Kanamycin-Resistenz-Kassette mittels PCR 
Bei der Verwendung der Kanamycin-Resistenz-Kassette-spezifischen Primer 
(siehe Kap. 2.8.2) konnte bei der DNA der Positivkontrolle (pDrive) eine 
distinkte Bande in der erwarteten Größenordnung von ~800 bp detektiert 
werden. Dabei hatten weder die veränderten Annealing-Temperaturen (45-
55°C) noch die unterschiedlichen DNA-Konzentrationen von 500 pg-500 ng 
einen Einfluss auf die Amplifikation. Im Gegensatz dazu konnten weder beim 
Wildtyp noch bei der Mutante eine Bande bei ~800 bp detektiert werden, 





2 6 3 1 4 5 
1000 
1500 
Ergebnisse und Diskussion 
 
91 
Obwohl die Zellen der Mutante „mut-Flo1― resistent gegen das Antibiotikum 
Kanamycin bis zu einer Konzentration von 150 µg/ml waren (siehe Kap. 3.3.6), 
konnte in dieser Arbeit kein molekularbiologischer Nachweis der Kanamycin-
Resistenz-Kassette in der DNA erbracht werden. Versuche, die Resistenz mittels 
Southern-Blot nachzuweisen, scheiterten (wahrscheinlich) an zu hohen 
Intensitäten des Hintergrundes (siehe Kap. 3.4.1). Auch der Nachweis mittels 
PCR und Kanamycin-Resistenz-Kassette-spezifischen Primern bei 
unterschiedlichen Annealing-Temperaturen und DNA-Konzentrationen ergab 
keine verwertbaren Ergebnisse, da keine Amplifikate nachweisbar waren. Im 
Gegensatz zu der physiologisch nachgewiesenen Resistenz konnte dieses 
Ergebnis somit nicht durch molekularbiologische Methoden verifiziert werden.  
 
Argumente für eine erfolgreiche Transformation, verbunden mit der Integration 
des Vektors in die genomische DNA der Mutante, sind a) die physiologische 
Resistenz gegen das Antibiotikum (bis 150 µg/ml; siehe Kap. 3.3.6) und b) die 
fehlenden Nachweise der A-Domäne(n) mittels Southern-Blot und PCR (siehe 
Kap. 3.4.1.3 und 3.4.2.1). Dies bekräftigt die Vermutung, dass eine Integration 
des Vektors, oder Abschnitte davon, in die chromosomale DNA im Bereich der 
A-Domäne erfolgt sein könnte, und dass somit die Nukleotidabfolge innerhalb 
der A-Domäne der Mutante verändert wurde.  
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3.4.3 Nachweis extrachromosomaler Plasmide 
Die Transformation der Zellen mit dem Mutagenese-Vektor resultiert nicht 
zwangsläufig in einer Rekombination mit der DNA, so dass sich der Vektor 
autonom in der Zelle befinden und eine Resistenz gegen Kanamycin bewirken 
könnte. Aus diesem Grund wurde ein Nachweis der in der Zelle befindlichen 
Plasmide durchgeführt (siehe Kap. 2.9).  
Die chromosomale DNA des Wildtyps und der Mutante, die extrahierten 
Plasmide (linearisiert und zirkulär) der Positivkontrolle E. coli DH5α sowie die 
Ansätze der Plasmidextraktion des Wildtyps und der Mutante wurden auf ein 
Agarose-Gel aufgetragen und elektrophoretisch aufgetrennt (Abb. 32). 
Abbildung 32: Dokumentation der Extraktion externer Plasmide (5-10) sowie die 
Proben der genomischen DNA-Extraktion von dem Wildtyp (Bahnen 1 und 2) und der 
Mutante (Bahnen 3 und 4). Der extrahierte Vektor der Positivkontrolle (E. coli DH5α) 
wurde in linearisierter (Bahn 5) und in zirkulärer Form (Bahn 6) aufgetragen. M: 
SmartLadder (Eurogentec). 
 
Die Auswertung der Gele zeigte die chromosomale DNA (>10 kb) in den 
Ansätzen mit dem Wildtyps (Bahnen 1 und 2) sowie denen mit der Mutante 
(Bahnen 3 und 4). Für den Nachweis der Funktionalität dieser Methodik wurde 
eine Plasmidextraktion mit dem transformierten Stamm E. coli DH5α 
durchgeführt. Dabei konnte bei ~4,5-5 kb die Bande des linearisierten Plasmids 
(Bahn 5) detektiert werden. Das zirkuläre Plasmid lief auf Grund der „coiled 
structure― weiter und konnte bei etwa 3 kb detektiert werden.  
Weder beim Wildtyp (Bahnen 7 und 8) noch bei der Mutante (Bahnen 9 und 10) 
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Durch eine RNase-Behandlung und einer erneuten elektrophoretischen 
Auftrennung konnten die „Wolken― in den Bahnen 7-10 eindeutig als RNA 
identifiziert werden (Daten nicht gezeigt).  
 
Um auszuschließen, dass lediglich die Konzentration potentieller Plasmide nach 
der Extraktion zu gering war um im Gel dokumentiert werden zu können, wurde 
eine PCR mit den M13-Primern zur Amplifikation des Plasmids (pDrive) sowie 
mit den Kanamycin-Resistenz-Kassette-Primern zur Detektion dieser Kassette 
verwendet (siehe Tab. 5, Kap. 2.4). Es konnten allerdings bei keiner 
durchgeführten PCR Amplifikate nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt).  
Anhand der durchgeführten Experimente konnte gezeigt werden, dass weder 
der Wildtyp noch die Mutante von Stamm Flo1 externe Plasmide in den Zellen 
aufweisen. Folglich müssen die in die Mutante transformierten Plasmide, die 
eine Resistenz gegen Kanamycin bewirken (siehe Kap. 3.3.6), mit der 
chromosomalen DNA der Zellen interagiert bzw. rekombiniert haben.  
Eine spontane und zufällige Mutation der Zellen von Stamm Flo1, welche zu 
einer Kanamycin-Resistenz geführt haben könnte, kann prinzipiell 
ausgeschlossen werden. Eine spontane Mutation innerhalb einer Zelle hätte zur 
zufälligen Resistenz von lediglich einem Filament geführt. Da die Resistenz in 
einer Vielzahl von Filamenten nachgewiesen werden konnte, hätte zeitgleich in 
mehreren Zellen diese Mutation stattfinden müssen, da die Filamente bzw. die 
Population nicht aus einem mutierten Klon entstanden sind. 
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3.5 Identifizierung potentieller NRPS-Naturstoffe mittels HPLC-UV 
und „Total Ion Current“ (TIC) 
 
Abbildung A8: Schematische Darstellung der Arbeitsschritte zur Identifizierung 
potentieller NRPS-Naturstoffe durch einen Vergleich der HPLC-UV- und TIC-
Chromatogramme der Kulturüberstände vom Wildtyp von Stamm Flo1 und den Zellen 
der Mutante „mut-Flo1. 
 
Im Anschluss an die Knock-Out Mutation der A-Domäne durch homologe 
Rekombination bei der Mutante „mut-Flo1― wurden diese Zellen sowie der 
Wildtyp von Stamm Flo1 in Glasröhren angezogen. Die Kulturüberstände 
wurden entnommen, aufbereitet und mittels HPLC analysiert (siehe Kap. 2.10). 
Die Detektion der nicht-ribosomal produzierten Sekundärmetabolite sollte 
durch einen Vergleich der HPLC-UV-Chromatogramme von der Mutante „mut-
Flo― (I) mit dem Wildtyp (II) von Stamm Flo1 und dem Referenzwert (Medium, 
III) erfolgen. Für einen möglichst großen Messumfang wurden die mittels SPE 
aufkonzentrierten Überstände bei Wellenlängen von 210 nm (siehe Abb. 33) 
und 280 nm (siehe Abb. 34) untersucht (siehe Kap. 2.10). Außerdem wurde das 
„Total Ion Current―-Chromatogramm (TIC) mit positiver (siehe Abb. 35) und 
negativer Ionisierung ausgewertet (keine Abbildung).  




Abbildung 33: UV-Chromatogramme bei 210 nm der mittels SPE aufkonzentrierten 
Überstände der Mutante (I), des Wildtyps (II) und vom Medium (III). Erklärung der 
Ziffern siehe nachfolgenden Text. 
 
Das UV-Chromatogramm bei 210 nm zeigte für den Wildtyp von Stamm Flo1 
(II) einen auffälligen Peak bei einer Retentionszeit von 10,6 Minuten (1), der 
sowohl bei der Mutante (I) als auch im Blindwert (III) nicht nachweisbar war. 
Außerdem konnte bei einer Retentionszeit von 23,8 Minuten eine weitere 
Substanz (2) detektiert werden, die in den beiden anderen Chromatogrammen 
fehlt. Die Intensität des Peaks war zwar sehr gering, ein Vergleich mit dem 
Chromatogramm des gesamten Ionenstroms (TIC) mit positiver Ionisierung 
zeigt bei dieser Retentionszeit allerdings einen signifikanten Peak (vgl. dazu 
Abb. 35), der ebenfalls in der Mutante nicht nachweisbar war. Die Detektion der 
Peaks 3 und 4 erfolgte nicht anhand dieses Chromatogramms, sondern wurde 
anhand des UV-Chromatogramms bei 280 nm (Abb. 34) sowie dem TIC mit 
positiver Ionisierung (Abb. 35) durchgeführt.  
Darüber hinaus wurden zwei Peaks in der Mutante detektiert, die weder bei 
dem Wildtyp noch im Medium präsent waren. Die Peaks hatten eine breite 
Ausprägung und Retentionszeiten von 9,1 und 13,2 Minuten und konnten auch 


















Abbildung 34: UV-Chromatogramme bei 280 nm der mittels SPE aufkonzentrierten 
Überstände der Mutante (I), des Wildtyps (II) und vom Medium (III). Erklärung der 
Ziffern siehe nachfolgenden Text. 
 
Ein Vergleich der UV-Chromatogramme der untersuchten Proben bei 280 nm 
zeigte beim Wildtyp die bereits detektierten Peaks 1 und 2, die bei der Mutante 
und im nicht-inokulierten Medium fehlten (vgl. Abb. 33). Darüber hinaus 
konnte beim Wildtyp eine Substanz mit einer Retentionszeit von 15 Minuten 
detektiert werden (3), die sowohl bei der Mutante als auch im Medium nicht 
nachweisbar war. Diese Substanz wurde bereits in Abbildung 33 markiert, 
konnte allerdings anhand des Chromatogramms bei 210 nm nicht eindeutig 
detektiert werden. In dem abgebildeten Spektrum wurde außerdem bei einer 
Retentionszeit von 7 Minuten ein Peak markiert (4), dessen Detektion anhand 
des TIC mit positiver Ionisierung erfolgte (siehe Abb. 35).  
Wie bereits im UV-Chromatogramm bei 210 nm aufgezeigt, konnten auch in 
diesem Spektrum Substanzen bei Retentionszeiten von 9,1 und 13,2 Minuten 
detektiert werden, die dem Wildtyp fehlten und ausschließlich in der Mutante 
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Zusätzlich zu den UV-Chromatogrammen wurden TIC-Chromatogramme im 
positiven (siehe Abb. 35) und negativen Modus (keine Abbildung) 
aufgenommen. 
 
Abbildung 35: ―Total Ion Current―-Chromatogramme der mittels SPE 
aufkonzentrierten Überstände von der Mutante (I), des Wildtyps (II) und vom Medium 
(III) mit positiver Ionisierung. Erklärung der Ziffern siehe nachfolgenden Text. 
 
Die Auswertung des gesamten Ionenstroms über den Zeitraum der Messung 
zeigte die bereits in den UV-Chromatogrammen bei 210 und 280 nm 
detektierten Peak mit den Retentionszeiten von 10,6 Minuten (Peak 1, siehe 
Abb. 33) und 15 Minuten (Peak 3, siehe Abb. 34). Außerdem konnte anhand der 
Intensität des Peaks im TIC-Chromatogramm ein Molekül mit einer 
Retentionszeit von 23,8 Minuten (Peak 2, siehe Abb. 33) als potentieller, nicht-
ribosomal synthetisierter Naturstoff detektiert werden.  
Darüber hinaus ließen sich nach 6,5 Minuten (Peak 4) und 22 Minuten (Peak 5) 
Substanzen detektieren, die anhand der UV-Chromatogramme bisher nicht 
nachweisbar waren (vgl. Abb. 33 und Abb. 34). Diese Substanzen wurden 
ebenfalls nur bei dem Wildtyp detektiert und fehlten im Kulturüberstand der 
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Bei einem Vergleich der Chromatogramme (Abb. 33 bis 35) wurden beim 
Wildtyp von Stamm Flo1 insgesamt fünf auffällige Peaks (1-5) identifiziert, die 
weder bei der Mutante noch im Referenzansatz (Medium) nachweisbar waren 
und somit potentielle nicht-ribosomal synthetisierte Naturstoffe darstellen 
(siehe auch Tab. 13).  
Die biochemische Detektion und Identifizierung von Naturstoffen mittels HPLC 
und UV-Chromatogrammen kann bei unterschiedlichen Wellenlängen erfolgen. 
Viele Naturstoffe, wie Microcystin, Aeroginosid oder Bassianolid, sind bei 210 
nm nachweisbar (Ishida et al., 2007; Jirakkakul et al., 2008). Bei Nostophycin, 
Phenanzin und Pseurotin erfolgte eine Detektion bei 234, 250 bzw. 254 nm 
(Fujii et al., 1999; Maiya et al., 2007; Schneemann et al., 2011). Die Auswertung 
der Chromatogramme in der vorliegenden Arbeit zeigt, dass verschiedene 
Detektionsverfahren nötig waren, deren Kombination die Identifizierung der 
potentiellen Naturstoffe erst ermöglichte bzw. bestätigte. Einige Peaks (4 und 5) 
waren erst im Gesamtionenstrom auffällig und anhand der UV-
Chromatogramme nicht direkt als potentielles Signal zu erkennen. 
 
Die im Vergleich der Chromatogramme (Abb. 33 bis 35) fünf auffälligen Peaks 
wurden anschließend zur weiteren Identifizierung und Charakterisierung auf 
ihre Massen hin untersucht. Dazu erfolgte bei den detektierten potentiellen 
Naturstoffen eine Auswertung der ESI-Massenspektren (positiv und negativ). 
Die ermittelten Massen der detektierten Moleküle sind in den Abbildungen 36 
bis 43 dargestellt und in Tabelle 13 zusammengefasst. 
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Abbildung 36: Massenspektrum mit positiver Ionisierung des anhand des UV-
Chromatogramms bei 210 nm detektierten Peaks 1 zur Identifizierung der 
Molekülmasse. 
 
In dem UV-Chromatogramm bei 210 nm (siehe Abb. 33) konnte bei einer 
Retentionszeit von 10,6-10,8 Minuten ein Peak (1) detektiert werden, dessen 
positives ESI-Spektrum ein Ion [M+Na]+
 
bei 378,3 zeigte (siehe Abb. 36). Die 
Analyse ergab außerdem eine Masse von 356,2 [M+H]+, dessen Differenz von 
22 zum Molekülpeak ein angelagertes Natrium reflektiert. Die detektierten 
Massen von 166,1 und 191,1 deuten auf Grund der hohen Intensität der Peak auf 
zusätzliche Substanzen hin. 
Zur Überprüfung dieses Ergebnisses wurde das ESI-Massenspektrum mit 













Abbildung 37: Massenspektrum mit negativer Ionisierung des anhand des UV-
Chromatogramms bei 210 nm detektierten Peaks 1 zur Identifizierung der 
Molekülmasse. 
 
Im ESI-negativ konnte für den Peak (1) mit einer Retentionszeit von 10,6-10,8 
Minuten die Masse 354,1 [M-H]- sowie ein entsprechendes Dimer des Moleküls 
mit einer Masse von 731,2 [2M-2H+Na]- nachgewiesen werden. 
Auf Grundlage der mittels ESI-positiv und -negativ (Abb. 36 und 37) 



















Abbildung 38: Massenspektrum mit positiver Ionisierung des anhand des UV-
Chromatogramms bei 210 nm und des TIC-Chromatogramms detektierten Peaks 2 zur 
Identifizierung der Molekülmasse. 
 
In dem UV Spektrum bei 210 nm (Abb. 33) sowie dem TIC mit positiver 
Ionisierung (Abb. 35) konnte bei einer Retentionszeit von 23,8-24 Minuten ein 
weiterer Peak (2) detektiert werden. Das ESI-positiv zeigte ein Ion von 278,2 
sowie weitere Peaks mit geringerer Intensität bei 204,2 und 232,1 und 
dementsprechend Abständen von 46 und 74. Bei dem Ion mit einer Masse von 
278,2 handelt es sich vermutlich um eine Säure, der bei positiver Ionisierung 
ein Wasserstoffatom abgespalten und zwei Natrium-Ionen angelagert wurden 
[M-H+2 Na]+. Bei dem Ion mit einer Masse von 232 wurde dementsprechend 
die Carboxylgruppe (COOH) mit einer Masse von 46 abgespalten und ein 
Wasserstoff-Ion angelagert. Eine Abspaltung von Propionsäure (C2H5COOH, 
Masse 74) und eine Ionisierung mit Wasserstoff resultierten wahrscheinlich in 
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Die Erstellung des ESI-negativ sollte weitere Aussagen über die Anzahl und 
Massen der detektierten Substrate ermöglichen bzw. bestehende Ergebnisse 
bestätigen (siehe Abb. 39). 
 
 
Abbildung 39: Massenspektrum mit negativer Ionisierung des anhand des UV-
Chromatogramms bei 210 nm detektierten Peak 2 zur Identifizierung der 
Molekülmasse. 
 
Das ESI-negativ (Abb. 39) des im UV-Chromatogramm bei 210 nm (siehe Abb. 
33) und TIC-Chromatogramms (siehe Abb. 35) detektierten Peaks (2), zeigte ein 
Ion, dessen Peak eine hohe Intensität und eine Masse von 232,1 [M-H]- aufwies. 
Dieses Ergebnis bekräftigt die Auswertung des Massenspektrums mit positiver 
Ionisierung (siehe Abb. 38). Folglich handelt es sich bei der detektierten 
Substanz (2) mit einer Retentionszeit von 23,8-24 Minuten um ein ungeladenes 
Molekül mit einer Masse von 232.  
Die Auswertung des UV-Chromatogramms bei 280 nm zeigte die bereits 
detektierten Peaks 1 und 2 sowie den bisher nicht auffälligen Peak 3 (siehe Abb. 
34) bei einer Retentionszeit von 15 Minuten. Die Identifizierung der 
Molekülmasse mittels Massenspektrometer und positiver Ionisierung ergab das 













Abbildung 40: Massenspektrum mit positiver Ionisierung des anhand des UV-
Chromatogramms bei 280 nm detektierten Peaks 3 zur Identifizierung der 
Molekülmasse. 
 
Die Auswertung der Massen von Peak 3 aus dem UV-Spektrum bei 280 nm 
zeigte diverse Ionen, wobei die deutlichsten Signale bei den Massen 183,1; 
264,3; 392,3 und 624,5 detektiert wurden. Zusätzlich waren diverse Peak mit 
geringerer Intensität nachweisbar. Anhand der Abstände der Peaks konnten 
keine weiteren Aussagen bezüglich möglicher Addukte oder Multimere getroffen 
werden. Die hohe Anzahl an Peaks lässt auf eine Vielzahl unterschiedlicher 
Moleküle schließen. Eine breite Ausprägung des Peak im Gesamtionenstrom 
mit positiver Ionisierung (siehe Abb. 35) deutet ebenfalls auf eine Detektion 
mehrerer Moleküle hin.  
Die Auswertung des ESI-negativ war nicht möglich, da keine Daten 
aufgezeichnet wurden. Für eine weiterführende Charakterisierung der 
Substanzen müsste die Trennung der Moleküle optimiert werden, um eine 









Ergebnisse und Diskussion 
 
104 
Zusätzlich zu der Detektion potentieller Naturstoffe mittels UV-
Chromatogramme wurde der „Total Ion Current― über die Messdauer 
ausgewertet (siehe Abb. 35). Dabei konnten zwei Peaks (4 und 5) detektiert 
werden, welche anhand der UV-Chromatogramme bisher nicht eindeutig 
erkannt wurden. Die Analyse der zugehörigen Massen ist in den Abbildungen 41 
bis 43 dargestellt.  
 
 
Abbildung 41: MS-Spektrum mit positiver Ionisierung des anhand des 
Gesamtionenstroms (TIC) detektierten Peaks 4 zur Identifizierung der Molekülmasse. 
 
Der im Gesamtionenstrom mit positiver Ionisierung detektierte Peak 4 zeigte 
eindeutig ein Ion von 342,4 [M+H]+, sowie ein weiteres positiv geladenes 
Addukt-Ion mit einer sehr geringen Intensität und der Masse 364,3 [M+Na]+. 
Folglich handelt es sich bei der detektierten Substanz um ein ungeladenes 
Molekül mit der Masse 341. Dieses Ergebnis konnte mit dem ESI-negativ 















Abbildung 42: Massenspektrum mit negativer Ionisierung des anhand des 
Gesamtionenstroms (TIC) detektierten Peaks 4 zur Identifizierung der Molekülmasse. 
 
Das ESI-negativ der Substanz mit der Retentionszeit von 6,5 Minuten (Peak 4, 
siehe Abb. 35) zeigte eine Molekülmasse von 340,4 [M-H]- und somit ein 
ungeladenes Molekül mit einer Masse von 341. Des Weiteren konnten diverse 
Signale mit geringerer Intensität detektiert werden. Eine weitere Zuordnung 
dieser Signale als Addukte oder Multimere der Substanz war nicht möglich. Die 
Detektion der Molekülmasse von 341 im ESI-negativ bestätigt das Ergebnis der 
Auswertung mit positiver Ionisierung (siehe Abb. 41). 
 
Im TIC mit positiver Ionisierung (siehe Abb. 35) konnte ein weiterer Peak (5) 

















Abbildung 43: Massenspektrum mit positiver Ionisierung des ausschließlich im 
Gesamtionenstroms (TIC) detektierten Peaks 5 zur Identifizierung der Molekülmasse. 
 
Die Auswertung des Massenspektrums mit positiver Ionisierung zeigte ein Ion 
mit einer Masse von 284,4. Auf Grund der positiven Ionisierung während der 
Messung könnte der Peak das Addukt durch Addition eines Wasserstoff [M+H]+ 
oder eines Natrium [M+Na]+ reflektieren. Das Molekül hat folglich eine 
ungeladene Masse von 283 bzw. 261. Eine negative Ionisierung war mit dem 
Molekül nicht möglich (Daten nicht gezeigt), so dass die Auswertung des Peaks 
5 nicht abschließend geklärt werden konnte.  
 
Insgesamt zeigte die Auswertung der HPLC-Spektren (UV und TIC), im 
Hinblick auf die Detektion unterschiedlicher Peaks, fünf potentielle Naturstoffe 
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Tabelle 13: Zusammenfassung der mittels ESI ermittelten Daten potentieller NRPS-
Naturstoffe von Stamm Flo1. Peaknummer und Retentionszeiten beziehen sich auf 















1 10,6-10,8 378,3 [M+Na]+ 354,1 [M-H]- 355 












340,4 [M-H]- 341 
5 22,2-22,3 
284,4 [M+H]+ oder 
[M+Na]+ 
- 283 oder 261 
 
Vier dieser Substanzen (Peak 1; 2; 4 und 5) konnte eine Masse zugeordnet 
werden (siehe Tab. 13). Die nicht-ribosomal synthetisierten Naturstoffe von 
Stamm Flo1 könnten somit Massen von 355, 231, 341 und 283 bzw. 261 
aufweisen. Im Vergleich zu anderen nicht-ribosomal synthetisierten 
Naturstoffen (siehe auch Abb. 1 und 2, Kap. 1.1), wie Barbamid, mit einer Masse 
von 461 (Orjala und Gerwick, 1996), Curacin A mit 375 (Gerwick et al., 1994), 
Fischerellin A mit 409 (Silva-Stenico et al., 2010), Jamaicamid A mit 567 
(Edwards et al., 2004) und Microcystin mit ca. 1.000 (Krishnamurthy et al., 
1986), weisen die potentiellen NRPS-Naturstoffe von Stamm Flo1 ein geringeres 
Molekulargewicht auf. 
Darüber hinaus können auf Grund der ungeraden Massenzahlen (siehe Tab. 13) 
Rückschlüsse auf die Anzahl an Stickstoff-Atome im Molekül geschlossen 
werden, da Stickstoff das einzige Element mit ungerader Bindigkeit und gerader 
Massenzahl ist, welches in organischen Verbindungen vorkommt. Bei einer 
ungeraden Massenzahl des Moleküls ist folglich eine ungerade Anzahl an 
Stickstoff-Atomen im Molekül, bei gerader Massenzahl eine gerade Anzahl oder 
kein Stickstoff. Demnach ist in allen detektierten potentiellen NRPS-
Naturstoffen von Stamm Flo1 Stickstoff in ungerader Anzahl (also 1; 3; 5; 7 etc.) 
enthalten. 
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In wieweit eine (oder alle) dieser potentiellen Naturstoffe tatsächlich nicht-
ribosomal synthetisiert wurden, lässt sich anhand der generierten Ergebnisse 
nicht abschließend belegen. Eine Strukturaufklärung dieser Substanzen mittels 
beispielsweise MS-MS oder NMR wäre für weitere Aussagen essentiell, konnte 
allerdings aus zeitlichen Gründen im Rahmen dieser Arbeit nicht durchgeführt 
werden. Für diese weiteren Analysen müssten die Substanzen mittels 
Fraktionierung isoliert und aufgereinigt werden, um anschließend in großen 
Mengen in der NMR verwendet werden zu können. Die Ergebnisse dieser 
Analysen könnte nicht-proteinogene Aminosäuren oder ungewöhnliche 
Strukturen aufzeigen (siehe Kap. 1.2.2), die auf nicht-ribosomale Proteine 
hindeuten könnten (siehe auch Kap. 3.6).  
Eine weiterführende Analyse der detektierten Substanzgemische der Peaks 2 
und 3 (siehe Abb. 34 und 35) erfolgte im Rahmen dieser Arbeit ebenfalls nicht. 
Dazu wäre unter anderem eine verbesserte HPLC-Auftrennung nötig, die von 
mehreren Faktoren abhängig ist, z.B. der verwendeten Säule, den 
Zusammensetzungen der Lösemittelgemische sowie einer aufreinigenden 
Präparation im Vorfeld der Analyse.  
 
Die Auswertung der Ergebnisse der mittels HPLC- und -MS ermittelten Daten 
ist somit auf die Detektion potentieller Naturstoffe und deren Anzahl, sowie auf 
die Identifizierung der Molekülmassen beschränkt. Eine Aufklärung weiterer 
Charakteristika dieser Substanzen umfasst eine Vielzahl an Arbeitsschritten, die 
zeit- und kostenaufwendig sind und prinzipiell eine eigenständige Arbeit 
darstellen würde.  
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3.6 Bewertung der verwendeten Strategie zur Identifizierung der 
nicht-ribosomal synthetisieren Naturstoffe bei Stamm Flo1 
Für einen qualitativen Nachweis von Naturstoff-Genen in einem 
Cyanobakterium ist die Verwendung der PCR mit degenerativen Primern, wie 
sie in der vorliegenden Arbeit durchgeführt wurde (siehe Kap. 3.2), geeignet. 
Auf Grund der konservierten Regionen innerhalb der A- bzw. KS-Domäne, an 
welche die Primer binden, werden die entsprechenden, sich im Genom des 
Organismus befindlichen Domänen amplifiziert (Neilan et al., 1999). Somit 
lassen sich ohne großen experimentellen Aufwand Organismen als potentielle 
Produzenten von Naturstoffen identifizieren. Die Determinierung der 
Gesamtanzahl an A-Domänen im Genom sowie die Anzahl an 
Naturstoffoperonen und produzierter Sekundärmetabolite lässt sich allerdings 
anhand der so gewonnen Daten nicht erzielen und erfordert zusätzliche 
molekularbiologische und/oder biochemische Untersuchungen. Die in der 
vorliegenden Arbeit verwendete Methode der RAGE-PCR (siehe Kap. 3.2.1) 
eignet sich prinzipiell für die Sequenzierung kurzer Sequenzabschnitte, die an 
bekannte Regionen angrenzen. Die Größe der NRPS/PKS-Operone ist häufig 
allerdings beträchtlich und umfasst bis zu 80 kb (Straight et al., 2007). Da die 
Verwendung der RAGE-PCR pro Arbeitsschritt (im Erfolgsfall) 
Sequenzinformationen für etwa 2 kb liefert (je 1 kb stromabwärts sowie 
stromaufwärts) und einen Zeitaufwand von 1 ca. Woche beinhaltet (DNA-
Isolierung, Restriktionsverdau, Primerdesign, Ligation, PCR, Sequenzierungen 
etc.), würde die Sequenzierung eines 80 kb Operons mindestens 10 Monate 
dauern. Eine weitere Problematik stellt die im Vorfeld der Untersuchungen 
unklare Anzahl an Naturstoffoperonen im Genom dar. Auf Grund der teilweise 
konservierten Sequenzen könnten außerdem die für die RAGE-PCR 
hergestellten Primer auch in anderen Operonen binden (die nicht direkt an die 
bekannten Regionen angrenzen) und die Auswertung und Zuordnung der 
Sequenzdaten erschweren. Alternativ können kleine genetische Gen-Cluster, 
wie das Lygnbyatoxin-Gen, durch Klonierungen in große Plasmide sequenziert 
werden (Edwards und Gerwick, 2004). Die Verwendung von Fosmiden, BAC 
(„Bacterial Artificial Chromosome„) oder Cosmiden würde im Vergleich zur 
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RAGE-PCR zwar deutlich größere Inserts ermöglichen, doch sind diese 
Techniken bisher noch nicht für NRPS und PKS Systeme bei Cyanobakterien 
ausreichend etabliert (Kalaitzis et al., 2009). Generell sind im Rahmen der 
vorliegenden Arbeit, methodisch bedingt, keine ausreichenden 
Sequenzinformationen generiert worden, um weiterführende Aussagen 
bezüglich der Größe und der Anzahl an Naturstoffen treffen zu können. 
Allerdings wäre selbst im Falle einer Sequenzierung des gesamten 
Naturstoffoperons eine eindeutige Identifizierung des Sekundärmetabolits nicht 
zwingend möglich. Die sequenzbasierte Identifizierung der Naturstoffe mit Hilfe 
von Datenbanken kann keine unbekannten „Bausteine― zuordnen, da die 
entsprechenden Sequenzeinträge in den Datenbanken fehlen. Außerdem kann 
aktuell auf Grund der Vielzahl an modifizierenden Enzymen keine Aussage 
bezüglich der dreidimensionalen Struktur des Naturstoffs getroffen werden - 
und somit auch keine gesicherten Aussagen über die biologische Funktion. Eine 
weitere Problematik ist die Nutzung von iterativen Systemen bei der 
Naturstoffsynthese, bei der mehrere Module in nicht vorhersagbarer Anzahl an 
Zyklen genutzt werden und so zu einer großen Anzahl an potentiellen Produkten 
führen (Mootz et al., 2002). Einer Vielzahl an sequenzierten NRPS und PKS 
Genen konnte bisher kein Naturstoff zugeordnet werden. Diese Gene werden als 
„orphan genes― oder kryptische Gene bezeichnet (Gross et al., 2007; Challis 
2008; Kalaitzis et al., 2009). Der molekularbiologische Nachweis der 
Naturstoff-Gene im Genom des Organismus erlaubt außerdem keine 
quantitative Auskunft über die Expression der Naturstoff-Gene bzw. die 
enzymatische Synthese der Sekundärmetabolite unter den vorherrschenden 
Kultivierungsbedingungen. Eine biochemische Charakterisierung der 
Sekundärmetabolite ist deshalb essentiell. Für die biochemische Identifizierung 
unbekannter Naturstoffe sind wiederum genetische Informationen hilfreich, um 
die Analyse an die Anforderungen anpassen zu können. Diese 
Sequenzinformationen können Voraussagen bezüglich der Anzahl an Modulen 
und somit der vermeintlichen Größe, der Struktur des Naturstoffs sowie 
physikochemischer Eigenschaften ermöglichen, anhand derer die Isolierung 
und Identifizierung erfolgen kann (Challis et al., 2000; Banskota et al., 2006). 
Ohne Hinweise auf die Größe oder die Zusammensetzung des Naturstoffs ist 
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eine biochemische Isolierung und Charakterisierung nur unter sehr großem 
Aufwand möglich. Auf Grund der hohen Variabilität der Naturstoffe (siehe Kap. 
1.2.2) müssen die potentiellen Eigenschaften der Substanz, anhand derer die 
Aufreinigung erfolgen soll, empirisch ermittelt werden. Eine chemische Analyse 
unbekannter Moleküle aus Substanzgemischen ist deshalb äußerst umfangreich 
und zeitaufwendig (siehe auch Kap. 3.8). Darüber hinaus kann im Anschluss an 
eine Identifizierung der Substanz teilweise keine Korrelation zu Genen der 
nicht-ribosomalen Naturstoffsynthese nachgewiesen werden, da viele ribosomal 
synthetisierte Substanzen (z.B. Nisin und Patellamid A, siehe Kap. 1.2) bioaktive 
Wirkung haben und durch posttranslationale Modifikationen ungewöhnliche 
Strukturen aufweisen können. 
Eine Möglichkeit einen bereits bekannten Naturstoff mit einem sequenzierten 
Gen zu korrelieren, ist die Inaktivierung des Gens, verbunden mit einem 
Vergleich der produzierten Moleküle von Wildtyp und Mutante (Dittmann et al., 
1997; Ishida et al., 2007). Die Verwendung von Literaturdaten (Masse, 
Retentionszeit etc.) oder von internen Standards kann die eindeutige 
Identifizierung der Substanz bzw. die Korrelation zum entsprechenden Gen-
Cluster ermöglichen. Die Probleme bei dieser Methodik bestehen, wie auch in 
dieser Arbeit dokumentiert (siehe Kap. 3.3-3.4), in der molekularbiologischen 
Manipulation der DNA (Kalaitzis et al., 2009).  
In der vorliegenden Arbeit wurde ebenfalls eine Kombination aus molekularer 
Detektion und Sequenzierung der Naturstoff-Gene und einer chemischen 
Isolierung der sekretierten Substanz aus dem Kulturüberstand angestrebt. Im 
Anschluss an die erfolglose Sequenzierung der kompletten Gene bzw. des 
Operons mittels RAGE-PCR (siehe Kap. 3.2.1) sollte die Knock-Out Mutation 
des NRPS-Operons die Identifizierung der NRPS-Naturstoffe ermöglichen. 
Obwohl die Zellen der Mutante „mut-Flo1― eine Resistenz gegen Kanamycin 
zeigten (siehe Kap. 3.3.6), konnte die erfolgreiche Transformation sowie die 
Integration des Vektors in die genomische DNA der „Flo1-mut―-Zellen anhand 
der generierten Daten nicht eindeutig nachgewiesen werden. Die Ergebnisse des 
Southern-Blotting (siehe Kap. 3.4.1.3), der fehlende Nachweis der A-Domäne 
mittels PCR (siehe Kap. 3.4.2.1), die Abwesenheit von extrachromosomalen 
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Plasmiden (siehe Kap. 3.4.3) sowie die physiologische Resistenz gegen 
Kanamycin (bis maximal 150 µg/ml) lassen allerdings eine erfolgreiche 
homologe Rekombination vermuten.  
 
Anhand der biochemisch gewonnenen Daten konnte die Anzahl der von Stamm 
Flo1 produzierten Naturstoffe vorläufig auf 1 bis 5 eingegrenzt werden (siehe 
Tab. 13, Kap. 3.5.1). Im Gegensatz zu Arbeiten mit bekannten Naturstoffen 
konnte im Rahmen dieser Arbeit allerdings keine gezielte Analyse anhand 
entsprechender Retentionszeiten und Molekülmassen unter Verwendung von 
Standards durchgeführt werden. Die molekularbiologisch gewonnenen 
Erkenntnisse lieferten ebenfalls keine zusätzlichen Informationen (siehe oben), 
um die biochemische Analyse an die Anforderungen anzupassen, so dass diese 
empirisch ermittelt werden mussten. 
Die Verwendung von HPLC-UV und -MS erwies sich prinzipiell als geeignet, um 
durch einen Vergleich der Chromatogramme potentielle NRPS-Naturstoffe zu 
detektieren. Durch zusätzliche Arbeitsschritte, z.B. eine verbesserte 
Aufreinigung der Naturstoffe durch Fraktionierungen und durch 
Aufkonzentrierung der fünf potentiellen Naturstoffe könnte eine 
Strukturaufklärung erfolgen.  
 
Insgesamt wurden im Rahmen dieser Arbeit zu wenige nutzbare 
Sequenzinformationen generiert, die die molekulare oder biochemische 
Identifizierung der NRPS-Naturstoffe mittels HPLC hätten ermöglichen 
können. Die verwendeten Methoden eignen sich prinzipiell für die 
experimentellen Anforderungen, konnten aber teilweise aus monetären 
Gründen oder wegen Zeitmangels nicht abschließend etabliert werden. Folglich 
bleibt die vorliegende Arbeit die molekularbiologische Charakterisierung der 
Naturstoffe von Stamm Flo1 sowie die expliziten Nachweise der erfolgreichen 
homologen Rekombination schuldig. Mittels biochemischer Analyse konnten 
fünf potentielle NRPS-Naturstoffe detektiert werden, die Identifizierung 
einzelner nicht-ribosomal synthetisierter Moleküle bleibt jedoch noch 
ausstehend (siehe Kap. VI).  
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3.7 Identifizierung der antibiotisch wirksamen Substanz im 
Kulturüberstand von Stamm Flo1 
Der wässrige Kulturüberstand von Stamm Flo1 zeigte eine antimikrobielle 
Wirkung auf andere Mikroorganismen. Zum ersten Mal wurde dies im Jahr 
2000 publiziert (Heyduck-Söller und Fischer, siehe Kap. 1.5.1), die hemmende 
Substanz wurde jedoch bisher nicht näher charakterisiert. Im Rahmen dieser 
Dissertation wurde zunächst ein Antibiogramm erstellt, um das 
Wirkungsspektrum der sekretierten Substanz auf verschiedene 
Mikroorganismen zu bestimmen (siehe 2.11.1). Im Anschluss erfolgte die 
Identifizierung und Charakterisierung der hemmenden Substanz sowie die 
Bestimmung des Wirkungsmechanismus.  
 
3.7.1 Erstellung eines Antibiogramms der sekretierten Substanz  
Das Antibiogramm wurde anhand von Plattentests mit verschiedenen Target-
Organismen erstellt und nach 24 Stunden die Hemmhofdurchmesser um die 
Löcher bestimmt. In Abbildung 44 ist exemplarisch die Auswertung eines 
Plattentest mit den Target-Organismen E. coli UM255 (A) sowie E. coli K12 (B) 
dargestellt.  
Abbildung 44: Darstellung der Plattentests zur Ermittlung der Wirkungsspektren der 
Kulturüberstände von Stamm Flo1 sowie des Referenzstammes Geitlerinema PCC 7105 
auf die Target-Organismen E. coli UM255 (A) sowie E. coli K12 (B). Die 
Kulturüberstände wurden in die gestanzten Löcher pipettiert (durch Pfeile 
gekennzeichnet) und die Hemmhofdurchmesser nach 24 Stunden Inkubation bei 37°C 
bestimmt. 
 
Die Auswertung der Plattentests zeigte signifikante Hemmhöfe um die Löcher 
im Agar, in die der Kulturüberstand von Stamm Flo1 pipettiert worden war 
Flo1 
Flo1 
PCC 7105 PCC 7105 A B 
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(Abb. 44). Die Größe der Hemmhöfe variierte bei den unterschiedlichen Target-
Organismen zwischen 22 mm (A: E. coli UM255) und 6 mm (B: E. coli K12). Die 
Zellen des verwendeten E. coli Stammes UM255 zeigten dabei ein deutlich 
geringeres Wachstum auf der Agarplatte als der ebenfalls getestete Stamm K12, 
der einen dicht besiedelten Zellrasen ausgebildet hatte. Die Größe der 
Hemmhöfe konnte in weiteren Versuchen verifiziert werden, in denen auch der 
Stamm UM255 einen dichten Zellrasen bildete (Daten nicht gezeigt). Die 
Zusammenfassung des Wirkungsspektrums auf die getesteten 
Mikroorganismen ist in Tabelle 14 dargestellt. 
 
Tabelle 14: Antibiogramm der Überstände von Stamm Flo1 und Geitlerinema PCC 
7105. Angegeben sind die Durchmesser der detektierten Hemmhöfe nach 24 Stunden 





 PCC 7105 
Bacillus subtilis  - - 
Escherichia coli K12 6 - 
Escherichia coli UM255 (Katalase-negative 
Mutante) 
22 - 
Pseudomonas fluorescens  14 - 
Staphylococcus epidermidis step 11 19 - 
Saccharomyces pastorianus - - 
 
Bei Stamm Flo1 ließ sich eine deutliche Hemmung bei den Gram-negativen 
Mikroorganismen E. coli K12 (6 mm) und P. fluorescens (14 mm) sowie dem 
Gram-positiven Mikroorganismus S. epidermidis (19 mm) nachweisen. Der 
größte Hemmhof und somit die stärkste Hemmwirkung wurde bei der Katalase-
negativen Mutante E. coli UM255 festgestellt (22 mm, siehe Abb. 44 A). Das 
Zellwachstum des Gram-positiven Bakteriums B. subtilis und der Hefe S. 
pastorianus wurde durch den Kulturüberstand von Stamm Flo1 nicht negativ 
beeinflusst. Der verwendete Kulturüberstand von Geitlerinema Stamm PCC 
7105, der auf Grund der nahen Verwandtschaft zu Stamm Flo1 als 
Referenzstamm eingesetzt wurde (siehe Abb. 18, Kap. 3.1.1), zeigte keine 
antimikrobielle Wirkung auf die getesteten Target-Organismen. 
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Das ermittelte Wirkungsspektrum des Kulturüberstandes von Stamm Flo1 auf 
verschiedene Target-Organismen zeigte ein ähnliches Ergebnis wie bereits von 
Heyduck-Söller und Fischer (2000) beschrieben. Die Autoren konnten eine 
Hemmwirkung des Überstandes auf E. coli und drei nicht näher klassifizierte 
marine heterotrophe Gram-negative Bakterien (Bezeichnungen WS 11-2; WS 4-
14 und WS 4-15) nachweisen. Bei B. subtilis konnte keine antibakterielle 
Wirkung detektiert werden, was in der vorliegenden Arbeit bestätigt werden 
konnte. Abweichend von den Ergebnissen von Heyduck-Söller und Fischer 
(2000) war die Hemmwirkung auf die Hefe S. pastorianus, die in der 
vorliegenden Arbeit nicht nachgewiesen werden konnte. Ursache für die 
unterschiedlichen Ergebnisse in Bezug auf die Wirkung gegen die 
eukaryontischen Hefezellen, könnte eine abweichende Versuchsdurchführung 
sein. In den Untersuchungen von Heyduck-Söller und Fischer (2000) zur 
Hemmwirkung wurden die Target-Organismen mittels Koch'schem Plattenguss-
Verfahren in den Agar gegossen und anschließend mit Papier-Filterplättchen 
und 10 µl Kulturüberstand belegt. In der vorliegenden Arbeit wurden die 
Mikroorganismen ausplattiert und 50 µl des Kulturüberstandes in die 
gestanzten Löcher gegeben. Das von Heyduck-Söller und Fischer (2000) 
genutzte Verfahren scheint für die Determinierung der Wirkung auf 
eukaryontische Target-Organismen besser geeignet zu sein.  
 
Die stärkste Hemmwirkung des Kulturüberstandes von Stamm Flo1 wurde bei 
der E. coli Katalase-negativ Mutante UM255 detektiert. Dieser Organismus 
kann das Enzym Katalase nicht synthetisieren und ist somit nicht in der Lage, 
toxisches Wasserstoffperoxid (H2O2) abzubauen und zu detoxifizieren. Anhand 
dieses Ergebnisses konnten bereits erste Rückschlüsse auf die Ursache der 
Hemmwirkung gezogen werden, bzw. auf den Einfluss des Enzyms Katalase 
sowie auf nicht detoxifiziertes Wasserstoffperoxid.  
Der Kulturüberstand von Stamm Flo1 wurde für eine Identifizierung der 
Hemmsubstanz spektrophotometrisch untersucht, in eine SDS-PAGE eingesetzt 
und mit zwei verschiedenen ―in-gel assays‖ zur Detektion der H2O2-Produktion 
sowie zur Überprüfung der antimikrobiellen Wirkung auf die Katalase-negative 
Mutante E. coli UM255 eingesetzt.  
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3.7.2 Identifizierung einer Hemmsubstanz im Kulturüberstand von 
Stamm Flo1 als L-Aminosäureoxidasen (LAAO) und 
Determinierung der Substratspezifität  
Auf Grund der Spezifität der verwendeten Nachweismethode (siehe Kap. 2.11.2) 
ließ sich eindeutig zeigen, dass die Hemmwirkung der sekretierten Substanz von 
Stamm Flo1 auf eine L-Aminosäureoxidase (LAAO) bzw. die Produktion von 
H2O2 zurückzuführen ist. LAAOs (EC 1.4.3.2) gehören zur Klasse der 
Flavoenzyme. Biochemisch erfolgt bei der enzymatischen Reaktion eine 
oxidative Deaminierung einer L-Aminosäure zu der entsprechenden α-
Ketosäure mit gleichzeitiger Produktion von Ammonium und 
Wasserstoffperoxid (Abb. 45; für weitere Details siehe Wellner und Meister, 
1961).  
 
Abbildung 45: Schematische Darstellung der enzymatischen oxidativen 
Deaminierung einer L-Aminosäure zu der korrespondierenden α-Ketosäure mittels 
einer L-Aminosäureoxidase und der Freisetzung von Wasserstoffperoxid (modifiziert 
nach Wellner und Meister, 1961). 
 
Innerhalb dieser Enzymklassen werden Enzyme mit strikter Substraterkennung 
(Lucas-Elío et al., 2006) und Enzyme mit einem großen Spektrum an 
Substraten unterschieden (Gómez et al., 2008). Für die Ermittlung des 
Substratspektrums der bei Stamm Flo1 detektieren LAAO wurde die 
enzymatische Produktion von Wasserstoffperoxid mit den 20 proteinogenen L-
Aminosäuren sowie mit D-Lysin als Substrat quantifiziert (siehe Kap. 2.11.2) 
und in Abbildung 46 dargestellt.  
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Abbildung 46: Nachweis der enzymatischen H2O2 Bildung (ppm) mit dem 
Kulturüberstand von Stamm Flo1 in Abhängigkeit der angebotenen Aminosäuren. 
Konzentration der eingesetzten Aminosäuren je 5 mM. Kulturüberstand wurde nach 21 
Tagen Wachstum von Stamm Flo1 verwendet. K: Kontrolle ohne Aminosäure.  
 
Die bei Stamm Flo1 detektierte LAAO zeigte, wie in Abbildung 46 ersichtlich, 
eine sehr hohe Substratspezifität. Nur bei Verwendung von L-Lysin als Substrat 
konnte eine signifikante Produktion von 1,67 ppm H2O2 dokumentiert werden. 
Bei Verwendung anderer Substrate konnte keine H2O2 Produktion 
nachgewiesen werden. Die gemessenen Konzentrationen des 
Wasserstoffperoxid lagen bei allen verwendeten Aminosäuren sogar unterhalb 
des Messwertes der Kontrolle (0,087 ppm). Das Enzym im Kulturüberstand von 
Stamm Flo1, welches die antimikrobielle Wirkung verursacht, ist folglich eine L-
Lysinoxidase mit hoher Substratspezifität.  
 
3.7.3 SDS-PAGE und „in-gel detection“ der LAAO 
Zur Bestimmung des Molekulargewichtes der von Stamm Flo1 produzierten 
LAAO wurde eine nicht-denaturierende SDS-PAGE mit anschließender 
Detektion einer H2O2-Produktion in den entsprechenden Gelstreifen mittels 
zwei verschiedener Methoden durchgeführt (siehe Kap. 2.11.3). Die Ergebnisse 
der SDS-PAGE mit anschließenden spezifischen Nachweisen sind in Abbildung 
47 dargestellt.  























Abbildung 47: Dokumentation der SDS-PAGE mit Kulturüberständen von 
Geitlerinema Stamm PCC 7105 (I) und Stamm Flo1 (II) nach Coomassie Färbung (A) 
und zwei verschiedenen ―in-gel assays‖ zur Detektion der H2O2-Produktion (B) sowie 
zur antimikrobiellen Wirkung auf die Katalase-negative Mutante E. coli UM255 (C). M: 
Spectra Multicolor Broad Range Protein Ladder; Fermentas). 
 
Nach der Coomassie-Färbung konnte bei dem Kulturüberstand von Stamm Flo1 
(II) eine Proteinbande mit einem Molekulargewicht von ca. 55 kDa detektiert 
werden, die bei dem Kontrollansatz mit dem Kulturüberstand von Geitlerinema 
PCC 7105 (I) nicht nachweisbar war (A). Die spezifische Färbemethode (B) nach 
Chen und Mitarbeitern (2010) zeigte eine rosa gefärbte Bande bei Stamm Flo1 
(II) in der Höhe der Proteinbande, die bereits im Ansatz A bei 55 kDa detektiert 
wurde. Die antimikrobielle Wirkung des Kulturüberstandes auf die Katalase-
negativ Mutante konnte anhand des „in-gel assays― (C) verifiziert werden. Die 
Hemmwirkung der untersuchten Substanz wurde dabei nicht durch Kontakt mit 
SDS und ß-Mercaptoethanol beeinflusst.  
Die Verbreitung von LAAOs ist ubiquitär. Derartige Enzyme wurden bisher in 
Bakterien (Tong et al., 2008; Chen et al., 2010a), Pilzen (Kusakabe et al., 1980), 
Algen (Fujisawa et al., 1982) in Giften von Schlangen (Du und Clemetson, 2002) 
und Insekten (Ahn et al., 2000) sowie bei Gastropoden (Yang et al., 2005) und 
Vertebraten nachgewiesen (Sun et al, 2002; Kasai et al., 2010). Bei marinen 
Mikroorganismen wurde diese Enzymklasse unter anderem bei den Spezies 
Ergebnisse und Diskussion 
 
119 
Pseudoalteromonas flavipulchra (Chen et al., 2010a), P. luteoviolacea (Gomez 
et al., 2008), P. tunicata (Mai-Prochnow et al., 2008) und Marinomonas 
mediterranea (Lucas-Elío et al., 2008) beschrieben. Für Cyanobakterien sind 
erst wenige Gattungen beschrieben, die LAAOs synthetisieren. Dazu gehören 
vorwiegend Vertreter der Ordnung I (Chroococcales), speziell die Stämme 
Synechococcus elongatus PCC 6301 und PCC 7942 sowie Synechococcus 
cedrorum PCC 6908 (Gau et al., 2007). Für die Ordnung III (Oscillatoriales) 
wurde lediglich für Trichodesmium erythraeum IMS 101 ein aoxA-Gen (kodiert 
für LAAO) nachgewiesen, welches allerdings nur eine niedrige 
Sequenzhomologie zu den aoxA-Genen anderer Mikroorganismen zeigte. Dieses 
aoxA-Gen konnte außerdem in den Gattungen Gloeobacter, Nostoc, 
Synechococcus und Synechocystis nachgewiesen werden (Gau et al., 2007). 
Darüber hinaus berechneten die Autoren die Größe dieser Enzyme mit 30-59 
kDa (überwiegend 51-54 kDa). Übereinstimmend damit steht die in dieser 
Arbeit dokumentierte Enzymgröße der LAAO von 55 kDa bei Stamm Flo1.  
Die in dieser Arbeit nachgewiesene Substratspezifität der LAAO für 
ausschließlich L-Lysin wurde bisher in dieser Form für Cyanobakterien nicht 
beschrieben. Lediglich bei den Stämmen Marinomonas mediterranea ATCC 
700492 (Lucas-Elío et al., 2005, Lucas-Elío et al., 2008), Pseudoalteromonas 
tunicata D2 (Mai-Prochnow et al., 2008) und Rheinheimera sp. GR5 (Chen et 
al., 2010b) wurde diese spezifische Substratverwertung von L-Lysin ebenfalls 
beschrieben. Im Unterschied zu der L-Lysinoxidase von Stamm Flo1 (55 kDa), 
wiesen die bei diesen Bakterien nachgewiesenen LAAOs allerdings erhebliche 
Größenunterschiede von 140-170 kDa (M. mediterranea), 190 kDa (P. tunicata 
D2) sowie 71 kDa (Rheinheimera sp. GR5) auf.  
Bei den nachweislich LAAO produzierenden Cyanobakterien S. elongatus PCC 
6301 und PCC 7942 sowie S. cedrorum PCC 6908 fungieren nur die basischen 
Aminosäuren L-Arginin, L-Lysin, L-Ornithin und L-Histidin als Substrate (in 
absteigender Präferenz). Die Funktion der LAAO im Gesamtstoffwechsel der 
Cyanobakterien ist bisher noch nicht geklärt (Gau et al., 2007). Denkbar wäre 
die Verwendung des abgespaltenen Ammoniums als Stickstoffquelle 
(Macheroux et al., 2001) sowie der Einsatz als antibakterielles Instrument gegen 
andere Mikroorganismen im Habitat.  
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Die Ergebnisse dieser Erstbeschreibung einer L-Lysinoxidase bei einem 
marinen filamentösen Cyanobakterium der Ordnung Oscillatoriales sind in 
Form eines Manuskriptes ausgearbeitet und zur Veröffentlichung bei der 
―Zeitschrift für Naturforschung Sektion C‖ eingereicht worden (siehe Anhang 
IX.3).  
 
Ergebnisse und Diskussion 
 
121 
3.8 Analyse des gefärbten Kulturüberstandes von Fischerella 
ambigua 
Der morphologisch als Fischerella ambigua klassifizierte Stamm der Ordnung V 
(siehe auch Kapitel 3.1) zeigte eine kontinuierliche, lichtintensitätsabhängige 
Braunfärbung des Mediums über einen Zeitraum von drei bis vier Wochen 
(siehe Abb. 48). Dabei verfärbte sich das Medium bei hoher Lichtintensität (30 
µE m-2 s-1) schneller und intensiver als bei niedrigeren Lichtintensitäten (5 µE 
m-2 s-1 ; Daten nicht gezeigt). Bei einer Inkubation im Dunkeln erfolgte keine 
Verfärbung des Mediums (siehe Abb. 48). Folglich könnte es sich bei der 
gefärbten Substanz um ein Molekül mit potentieller Lichtschutzfunktion 
handeln. 
 
Abbildung 48: Photographische Dokumentation von Fischerella ambigua nach 
Wachstum im Dunkeln (links) sowie im Licht (rechts) über eine Dauer von 21 Tagen. 
 
Außerdem zeigte sich, dass ein Schütteln der Kulturansätze essentiell für die 
Produktion der gefärbten Substanz(en) war. NRPS- und PKS-Gene konnten bei 
diesem Organismus nicht nachgewiesen werden (siehe Kap. 3.2). Da keine 
Informationen über Anzahl, Struktur, Polarität und Größe der Substanz(en) 
verfügbar waren, mussten diese Parameter empirisch ermittelt werden. Zu 
diesem Zweck wurden verschiedene Strategien verfolgt und durchgeführt. 
Essentiell für die Analyse der Substanz(en) ist die Aufreinigung und Isolierung 
aus dem Kulturmedium. Dazu wurden Flüssig-Flüssig-Extraktionen, eine 
Aufreinigung mittels Säulenchromatographie (Kieselgel- und Aluminium-Oxid-
Säulen, SPE) sowie eine Dialyse durchgeführt.  
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3.8.1 Extraktion der Substanz(en) mittels Flüssig-Flüssig-Extraktion 
Nach der Durchmischung des Kulturüberstandes mit dem organischen 
Lösemittel konnte bei Verwendung von Pentan, Dichlormethan und 
Essigsäureethylester eine Phasentrennung beobachtet werden. Dabei konnte die 
gefärbte Substanz allerdings nur mit Essigsäureethylester in die organische 
Phase überführt werden. Bei der Verwendung von Pentan und Dichlormethan 
verblieb die organische Phase farblos. Mit den Lösemitteln höherer Polarität wie 
Ethanol, Methanol, Aceton und Acetonitril erfolgte eine vollständige 
Durchmischung mit dem wässrigen Kulturüberstand, so dass keine 
Phasentrennung stattfand. Die Isolierung der gefärbten Substanz(en) war 
ausschließlich mit einem Volumenanteil Essigsäureethylester möglich, folglich 
handelt es sich bei der gesuchten Substanz um ein Molekül mit einem polarem 
Anteil. Die anschließende Verdampfung der organischen Phase am 
Rotationsverdampfer resultierte in einer Aufkonzentrierung der Substanz(en) 
um etwa den Faktor 100.  
 
3.8.2 Dünnschichtchromatographie 
Die Auftrennung des gefärbten Substanzgemisches nach Flüssig-Flüssig-
Extraktion und Aufkonzentrierung (siehe Kap. 3.8.1) mittels 
Dünnschichtchromatographie (DC) wurde mit diversen Lösemittelgemischen 
mit unterschiedlicher Polarität durchgeführt. Dabei konnten diverse Spots 
detektiert werden, häufig allerdings in Form eines Schmier oder sehr 
großflächig. Eine reproduzierbare Auftrennung des Gemisches ist im Rahmen 
dieser Arbeit nicht gelungen, die Anzahl an Banden sowie die Intensität und 
Lokalisation auf den DC-Platten variierte stark. Auch eine Unterscheidung, in 
wie weit Fragmente Bestandteile der gefärbten Substanz sein könnten oder auf 
Grund ihrer Polarität „co-extrahiert― wurden, konnte anhand dieser Ergebnisse 
nicht nachgewiesen werden. Die analytische Auswertung der abgekratzten Spots 
mittels MS und NMR ergab ebenfalls bei keiner der getesteten Proben 
verwertbare Signale. Auf weitere Versuche zur Optimierung der Methodik 
wurde auf Grund der stark abweichenden Ergebnisse und der nicht 
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verwertbaren Signale in den analytischen Untersuchungen verzichtet. Der 
Fokus wurde zunächst auf eine verbesserte Aufreinigung und Isolierung der 
gefärbten Substanz gelegt.  
 
3.8.3 Säulenchromatographie 
Bei der Verwendung der Aluminium-Oxid-Säule verblieb die gefärbte Substanz 
oben auf dem Säulenmaterial. Auch die Benutzung von Methanol oder Wasser 
führte zu keiner Migration der Substanz in bzw. durch die Säule, was auf ein 
hohes Molekulargewicht hindeutet. Im Gegensatz dazu konnte mit der 
Kieselgel-Säule und einer Elution mit zunehmender Polarität eine Auftrennung 
des Substanzgemisches beobachtet werden. Allerdings erfolgte die Migration 
der Substanz als Schmier über eine Distanz von etwa 7 cm, so dass keine 
Isolierung der farbgebenden Substanz möglich war.  
Durch die Verwendung der SPE-Säulen konnte die Substanz an die Matrix der 
Säule gebunden werden und im Anschluss mit Methanol eluiert werden. Die 
chemische Analyse mittels MS und NMR ergab allerdings erneut keine 
auswertbaren Signale. Ursache dafür könnte die Größe des Moleküls sein, deren 
Identifizierung spezielle Methodiken erfordern.  
Bei einer weiterführenden Aufreinigung mittels Dialyse (CutOff ~10-12 kDa) 
zeigte sich, das die gefärbte Substanz im Dialyseschlauch zurückgehalten wurde 
und somit ein Molekulargewicht von mindesten 10 kDa aufweist. Da die 
verwendeten analytischen Verfahren Moleküle dieser Größe nicht erfassen 
können, wurde das Substanzgemisch durch Methanolyse fragmentiert und 
mittels HPLC analysiert. 
 
3.8.4 Auswertung der HPLC-UV und TIC-Chromatogramme von der 
gefärbten Substanz(en) 
Die untersuchten Proben 1.1-1.4 und 2.1-2.4 (siehe Tab.12, Kap. 2.12.1.5) 
wurden in wöchentlichem Abstand entnommen. Diese Überstände wurden 
dabei nicht aufgereinigt oder aufkonzentriert, sondern direkt mittels 
Methanolyse (siehe Kap. 2.12.1.4) fragmentiert und anschließend gemessen 
(siehe Kap. 2.12.1.6). Ein Vergleich der Chromatogramme sollte eine steigende 
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Intensität des gesuchten Molekülpeaks zeigen. Die verwendeten Proben 2.1-2.4 
wurden im Dunkeln inkubiert und sollten der Identifizierung von artifiziellen 




Abbildung 49: UV-Chromatogramme (212-228 nm) des Kulturüberstandes von 
Fischerella ambigua. Die Proben (1.1-1.4) wurden im Licht (20 µE m-2 s-1) inkubiert 
und in wöchentlichem Abstand über einen Zeitraum von vier Wochen entnommen und 
gemessen. Als Kontrolle wurde BG 11+-Medium eingesetzt. 
 
Kontrolle 
1.1 (1. Woche) 
1.2 (2. Woche) 
1.3 (3. Woche) 
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Visuell konnte eindeutig eine zunehmende Braunfärbung des 
Kulturüberstandes während der Inkubation beobachtet werden (Daten nicht 
gezeigt). Folglich sollte nach 4 Wochen eine größere Menge der gesuchten 
Substanz im Kulturüberstand nachweisbar sein und die Intensität des 
entsprechenden Peaks sollte ebenfalls zunehmen. Bei einem Vergleich der 
Chromatogramme der Proben 1.1 bis 1.4 konnte allerdings kein Peak 
identifiziert werden, dessen Intensität über die Zeit anstieg. Es konnte ein 
signifikanter Peak bei einer Retentionszeit von ca. 7 Minuten in allen Proben 
detektiert werden, der in der Kontrolle nicht nachweisbar war. Die Intensität 
dieses Peaks nahm allerdings mit steigender Inkubationszeit ab. Parallel dazu 
wurden Proben im Dunkeln inkubiert, wobei die Kulturüberstände keine 
Färbung zeigten. Die aufgenommenen UV-Chromatogramme der Proben 2.1-2.4 
sind in Abbildung 50 dargestellt. 





Abbildung 50: UV-Chromatogramme (212-228 nm) des Kulturüberstandes von 
Fischerella ambigua. Die Proben (2.1-2.4) wurden im Dunkeln inkubiert und in 
wöchentlichem Abstand über einen Zeitraum von vier Wochen entnommen und 
gemessen. Als Kontrolle wurde BG 11+-Medium eingesetzt. 
 
Die Chromatogramme der Proben 2.1-2.4, die im Dunkeln inkubiert wurden 
und keine Färbung aufwiesen, zeigten ein annähernt identisches Peak-Muster 
wie die gefärbten Überstände der Kulturen, die im Licht inkubiert wurden 
(Proben 1.1-1.4, siehe Abb. 49). Der in Abbildung 49 detektierte Peak mit einer 
Retentionszeit von 7 Minuten war auch in den Chromatogrammen der 
2.1 (1. Woche) 
2.2 (2. Woche) 
2.3 (3. Woche) 
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Referenzansätze nachweisbar. Folglich handelt es sich hierbei nicht die gesuchte 
Substanz. Eine Identifizierung der gefärbten Substanz anhand von UV-
Chromatogrammen auf Grund der steigenden Peakintensität war folglich nicht 
möglich.  
Zusätzlich zu den UV-Chromatogrammen wurden die TIC-Signale mit positiver 
Ionisierung aufgezeichnet (siehe Abb. 51).  
 
 
Abbildung 51: TIC-Chromatogramme mit positiver Ionisierung der wöchentliche 
entnommenen Proben der Ansätze nach Inkubation im Licht (1.1-1.4) und im Dunkeln 
(2.1-2.4) sowie der Kontrolle (BG 11+-Medium). 
 
1.1 (1. Woche) 
1.2 (2. Woche) 
1.3 (3. Woche) 
1.4 (4. Woche) 
2.1 (1. Woche) 
2.2 (2. Woche) 
2.3 (3. Woche) 
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Bei dem Vergleich der TIC-Chromatogramme (siehe Abb. 51) konnten Peaks mit 
Retentionszeiten von 4 bis ca. 6 Minuten in der Kontrolle nachgewiesen werden. 
Diese Peaks konnten somit als potentielle gefärbte Substanz ausgeschlossen 
werden. Im weiteren Verlauf der Messung konnten diverse Peak bei 
Retentionszeiten von ca. 12 bis 19 Minuten detektiert werden. Auf Grund der 
breiten Ausprägung der Peaks konnten allerdings keine weiteren Aussagen 
getroffen werden. Ein Peak, dessen Intensität über die Inkubationsdauer anstieg 
und der nur in den Proben 1.1-1.4 hätte vorkommen sollen, konnte nicht 
detektiert werden. Die verwendeten Überstände wurden allerdings nicht mittels 
SPE aufkonzentriert, so dass die Substanz theoretisch in zu geringen 
Konzentrationen vorliegen könnte. Deshalb wurden ergänzend zu den 
unbehandelten Überständen (Ansätze 1.1-1.4 und 2.1-2.4, siehe oben) die 
Überstände der Proben nach Inkubation im Licht (3 und 3.1) und Dunkeln (4 
und 4.1) sowie die Kontrolle ohne Cyanobakterium (K) im Anschluss an die 
Inkubation jeweils mittels SPE und Dialyse aufgereinigt und aufkonzentriert 
(siehe Kap. 2.12.1.5). Dabei dienten die Proben 4 und 4.1 als Referenz, die Probe 
K als Blindwert, um artifizielle Messungen auszuschließen. Die aufgenommenen 
UV-Chromatogramme sind in Abbildung 52 dargestellt.  





Abbildung 52: UV-Chromatogramme (212-228 nm) des Kulturüberstandes 
von Fischerella ambigua. Die Proben 3 und 3.1 wurden im Licht, die Proben 4 
und 4.1 im Dunkeln inkubiert. Als Kontrolle wurde BG 11+-Medium (Probe K) 
eingesetzt. Alle Proben wurden mittels SPE und Dialyse aufgereinigt. 
 
Die UV-Chromatogramme bei 212-228 nm (siehe Abb. 52) der Proben 3 und 3.1 
zeigen im Bereich von 12 bis 13,5 Minuten diverse sich überlagernde Peaks, die 
anhand der vorliegenden Daten allerdings nicht weiter differenziert werden 
konnten. Diese Peaks hatten Intensitäten von 30 bis 70 mAU und konnten in 
dieser Form in den Referenzansätzen (Inkubation im Dunkeln) und in der 
Kontrolle nicht detektiert werden. In diesen Proben konnten zwar ebenfalls bei 
Retentionszeiten von 12 bis 13,5 Minuten Peaks detektiert werden, bei diesen 
Peaks konnten allerdings lediglich Intensitäten von maximal 15 mAU 
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Lichtschutzfunktion von Fischerella ambigua könnten folglich bei 
Retentionszeiten von 11 bis 13,5 Minuten von der Säule eluiert worden sein. Für 
die Identifizierung einzelner distinkter Peaks müsste die Auftrennung der 
Substanzen in diesem Bereich optimiert werden. Auf die Auswertung der 
Ergebnisse der Massenspektrometrie wurde verzichtet, da die Auftrennung 
unzureichend war und keine zusätzlichen Informationen zu erwarten waren.  
 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit war weder eine Identifizierung der 
gefärbten Substanz durch eine Anreicherung über einen Zeitraum von 4 
Wochen (siehe Abb. 49-51), noch eine Identifizierung nach Extraktion und 
Aufreinigung (siehe Abb. 52) erfolgreich. Eine verbesserte fraktionierte 
Auftrennung wäre für weitere Versuche zur Identifizierung der gefärbten 
Substanz essentiell, wurde allerdings aus zeitlichen Gründen im Rahmen dieser 
Arbeit nicht durchgeführt. Außerdem könnte im Anschluss an die Methanolyse 
eine zusätzliche Aufreinigung erfolgen, beispielsweise durch 
chromatographische Verfahren oder eine Dialyse mit geringeren 
Ausschlussgrößen. Dabei könnten die gefärbten Fraktionen visuell detektiert 
und so ungewollte Substanzen entfernt werden.  
 
Im Rahmen dieser Arbeit sind diverse Versuche zur Identifizierung der 
gefärbten Substanz durchgeführt worden, die nicht explizit aufgeführt wurden 
aber auch nicht unerwähnt bleiben sollen.  
Die gefärbte Substanz konnte bei Ammoniumsulfatkonzentration von 80 und 
100% ausgefällt werden, was zunächst auf ein Protein hindeutete. Die 
Verwendung von Proteinase-K und eine Inkubation bei 56°C über Nacht hatten 
allerdings keinen Einfluss auf die Substanz in Bezug auf die Größe des Moleküls 
und deren Farbe. Bei einer anschließenden Dialyse (CutOff ~10-12 kDa) 
verblieb die gefärbte Substanz im Dialyseschlauch, so dass es sich 
wahrscheinlich nicht um ein Molekül mit proteinogenem Anteil handelt. Die 
gefärbte Substanz ließ sich außerdem mit Aceton (5 Volumenanteile) aus dem 
Kulturüberstand ausfällen. 
Nach der Erstellung von photometrischen Spektren im Bereich von 200 bis 700 
nm konnten keine Peaks detektiert werden, obwohl die Substanz optisch aktiv 
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ist und eine Braunfärbung aufweist.  
Der pH-Wert des gefärbten Kulturüberstandes lag mit 8,5-9,1 über dem pH-
Wert des Mediums und des Kulturüberstandes nach Inkubation im Dunkeln 
(7,0-7,5). 
Nach dem Erhitzen des gefärbten Kulturüberstandes auf 100°C für 30 Minuten 
verblieb die Substanz im Dialyseschlauch und wurde folglich durch Hitze nicht 
denaturiert. 
Der Kulturüberstand zeigte bei Verwendung in Plattentests, wie in Kapitel 2.11.1 
beschrieben, keine hemmende Wirkung gegenüber allen getesteten Target-
Organismen. 
 
Eine verbreitete Substanzklasse bioaktiver Sekundärmetabolite sind 
Polyphenole, zu denen auch die Tannine zählen. Diese werden sekretiert und 
haben eine braune Färbung, Molekülgrößen bis zu 20 kDa und diverse 
biologische Funktionen (Haslam, 1989). Es werden kondensierte und 
hydrolysierbare Tannine unterschieden. Ein Nachweis kann durch die 
Verwendung des „Folin-Ciocalteu Assays„ anhand von Kalibrierungskurven 
erfolgen (Hagerman 2002). In dem gefärbten Kulturüberstand von Fischerella 
ambigua konnten mit Hilfe dieses Tests bis zu 18 µg/ml „Tannine― detektiert 
werden. In dem Überstand nach einer Inkubation im Dunkeln konnten lediglich 
0,7 µg/ml detektiert werden (Daten nicht gezeigt). Da es sich allerdings um eine 
unspezifische Methode handelt, kann keine gesicherte Aussage bezüglich der 
Substanzklasse getroffen werden. Eine Differenzierung von Tanninen kann 
anhand des „Acid Butanol Assay― (Abbau kondensierter Tannine) und der in 
Kapitel 2.12.1.4 beschriebenen Methanolyse (Abbau hydrolysierbare Tannine) 
erfolgen (Hagerman, 2002). Dabei zeigte sich, dass nur durch die Verwendung 
der Methanolyse die braune Substanz gespalten wurde und nicht im 
Dialyseschlauch (CutOff ~10-12 kDa) zurückgehalten wurde. Die verwendete 
Methode ist allerdings ebenfalls nicht spezifisch für Tannine, da die 
Verwendung von konzentrierter Salzsäure, Methanol und Hitze auch Moleküle 
anderer Substanzklassen spaltet. Zusätzlich Informationen könnte die 
Auswertung der Massenspektren bei den Retentionszeiten von 11 bis 13,5 
Minuten liefern (siehe Abb. 52). Dabei könnte die Analyse speziell auf 
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tannintypische Fragmente ausgelegt werden, um ggf. die Substanzklasse der 
gefärbten Substanz(en) ermitteln zu können. 
Die Problematik bei der Analyse einer unbekannten Substanz beruhte teilweise 
auf der geringen Anzahl an Informationen über physikochemische Parameter 
des gesuchten Moleküls sowie in der zeitaufwendigen und umfangreichen 
chemischen Analyse. Die chemischen Eigenschaften der Substanz mussten 
empirisch ermittelt werden, was allerdings nicht endgültig gelang. Im Gegensatz 
zu den nicht-ribosomal synthetisierten Naturstoffen von Stamm Flo1 wurden 
bei Fischerella ambigua keine genetischen Methoden genutzt werden, um 






IV. Abschließende Bemerkungen 
Die Detektion und Identifizierung von bioaktiven Molekülen, die von marinen 
Cyanobakterien synthetisiert und sekretiert werden, gerät zusehends in den 
Fokus des Interesses. Die Analyse dieser meist unbekannten Metaboliten ohne 
Informationen zu der Struktur, Größe oder anderen physikochemischen 
Parametern stellt eine große Herausforderung dar. Die Synthese dieser 
Sekundärmetabolite kann ribosomal und nicht-ribosomal erfolgen, was in einer 
Vielzahl an möglichen Strukturen der Naturstoffe resultiert und eine 
gemeinsame Analyse erschwert. Dabei ist die Verwendung sowohl von 
molekularbiologischen als auch von chemischen Methoden essentiell. 
In der vorliegenden Arbeit wurden erstmals in der Arbeitsgruppe 
cyanobakterielle Isolate genetisch auf die Präsenz von Naturstoff-Genen (NRPS 
und PKS) untersucht. Die verwendeten Methoden mussten Gegebenheiten der 
Arbeitsgruppe angepasst und stetig modifiziert werden. Auf Grund ihrer 
prinzipiellen Eignung wurden die RAGE-PCR sowie das Southern-Blotting 
verwendet, die in der benachbarten Arbeitsgruppe „Evolutionäre 
Entwicklungsgenetik― von Frau Prof. Annette Becker bei Pflanzen genutzt 
wurden. Es zeigte sich jedoch im Verlauf der Arbeit, dass weder die 
Sequenzierung der/des Naturstoffoperons mittels RAGE-PCR noch die 
Nachweise der erfolgreichen homologen Rekombination mittels Southern-Blot 
erfolgreich verliefen. Auf Grund der Auflösung der Arbeitsgruppe „Marine 
Mikrobiologie― und des begrenzten zeitlichen Rahmens zur Durchführung eines 
Promotionsvorhabens wurde auf eine aufwendige Optimierung der Methoden 
verzichtet. Da außerdem Sequenzierungen des gesamten Genoms oder großer 
Fragmente der Naturstoff-Gene in der Arbeitsgruppe oder als Auftragsarbeit auf 
Grund nicht ausreichender Finanzierungsmöglichkeiten nicht durchgeführt 
werden konnten, wurde als alternative Methode die Knock-Out Mutation des 
NRPS-Gens mit anschließendem Vergleich der „metabolischen Profile― 
durchgeführt. Die erzielten Ergebnisse grenzen die Anzahl an potentiellen nicht-
ribosomal synthetisierten Naturstoffen ein, was anhand der ermittelten 





Darüber hinaus konnte eine hemmende Substanz im Kulturüberstand von 
Stamm Flo1 als L-Aminosäureoxidase mit hoher Substratspezifität identifiziert 
werden. Die Synthese dieses Enzyms mit bioaktiver Wirkung erfolgt ribosomal. 
Ursprünglich wurde eine Korrelation zwischen der Hemmwirkung des 
Kulturüberstandes den Naturstoff-Genen von Stamm Flo1 vermutet. Die 
Identifizierung als LAAO erfolgte relativ zufällig anhand des auffälligen 
Wirkungsspektrums und der Ähnlichkeiten zu Ergebnissen von Dr. Jan Erik 
Rau, der diese Thematik zeitgleich im Rahmen einer Dissertation bearbeitete.  
Die Identifizierung der gefärbten Substanz im Kulturüberstand von Fischerella 
ambigua ist nicht abschließend erfolgt. Für die chemische Analyse werden 
angepasste Systeme und Methoden benötigt, deren Etablierung äußerst 
umfangreich und zeitintensiv ist. Diese chemischen Analysen sind in 
Kooperation mit dem Fraunhofer Institut und der Jacobs Universität erfolgt. 
Dadurch wurden die Arbeiten zur Kultivierung, Isolierung und Aufreinigung 
einerseits, und der Auswertung mittels HPLC andererseits, separiert. Die 
Messungen an den Instituten mussten dort zusätzlich zum Arbeitsalltag 
durchgeführt werden und die Fragestellung tangierte die jeweilige 
Schwerpunkte der Forschung der beteiligten Institute nur bedingt. Dies 
resultierte in unterschiedlichen Interessen und Prioritäten, so dass eine 
Anpassung der Methodiken nur bedingt erfolgen konnte.  
Die in dieser Arbeit generierten Ergebnisse reflektieren die Problematik bei der 
Identifizierung von unbekannten Naturstoffen. Eine bioaktive Wirkung muss 
nicht durch NRPS, PKS oder Hybride synthetisiert werden. Die Ausprägungen 
und Wirkungen cyanobakterieller Metabolite sind mannigfaltig, 
Substanzklassen übergreifend und zur exakten Identifizierung ist eine 
angepasste Analytik erforderlich. Eine Kombination aus molekularbiologischen, 
datenbankbasierten Informationen für die Ermittlung physikochemischer 
Parameter der Metabolite und einer anschließenden biochemischen Isolierung 
und Charakterisierung der sekretierten Naturstoffe ist eine adäquate Methodik 





Im Rahmen dieser Arbeit konnten folgende Publikationen erstellt werden, bzw. 
sind in Vorbereitung zur Veröffentlichung: 
 Schrübbers JP, Heyduck-Söller B, Fischer U (2008) New 
classification systems and molecular methods necessitate the 
reclassification of the filamentous cyanobacterium Oscillatoria limnetica 
strain Flo1 as a species of the genus Geitlerinema. 7th European 
Workshop on Molecular Biology of Cyanobacteria― in Česke Budějovice 
(Tschechische Republik), Abstactband, S. 117. 
 
 Serrano W, Schrübbers JP, Amman R, Fischer U (2009) 
Allochromatium humboldtianum sp. nov., a novel Allochromatium 
species isolated from soft marine sediments from Peruvian coast. 
Status: in der Vorbereitung 
 
 Schrübbers JP, Rau JE, Fischer U (2011) L-lysine oxidase: an 
inhibitory substance produced by the marine filamentous 
cyanobacterium Geitlerinema strain Flo1. 
Status: Eingereicht bei „Zeitschrift für Naturforschung Sektion C― (siehe 
Anhang IX.3) 
 
 Krock B, Schrübbers JP, et al. (2011) Isolation and structural 
characterization of two new Paralytic Shellfish Poisoning (PSP) toxins 
from the fresh water cyanobacterium Cylindrospermopsis raciborskii.  








Im Rahmen der vorliegenden Arbeit konnten nicht alle Versuche vollständig 
behandelt werden. Ursache dafür war hauptsächlich die Verwendung nicht 
geeigneter Methoden sowie Probleme bei der Etablierung.  
Von großem Interesse wäre eine Sequenzierung des Naturstoff-Operons bei 
Stamm Flo1. Die in dieser Arbeit verwendete RAGE-PCR (siehe Kap. 3.2.1) 
stellte sich als nicht geeignet heraus, so dass nur wenige molekularbiologische 
Daten der Naturstoff-Gene generiert werden konnten. Zusätzliche 
Sequenzinformationen, die Rückschlüsse auf physikochemische Eigenschaften 
der Substanz erlauben, könnten die biochemische Analyse der potentiellen 
Naturstoffe (siehe Kap. 3.5.1) konkretisieren und vereinfachen. Dazu könnten 
z.B. größere DNA-Fragmente, unter Verwendung von Cosmiden, Fosmiden oder 
BAC, sequenziert werden. Alternativ könnte das komplette Genom von Stamm 
Flo1 sequenziert werden, was im Hinblick auf die Produktion der LAAO (siehe 
Kap. 3.7) ebenfalls von Interesse wäre.  
Durch die molekularbiologische Ermittlung der Substratspezifität einer A-
Domäne könnten anschließend „feeding studies― mit markierten Substraten zu 
einer Identifizierung des Naturstoffs führen. Bei der Synthese wird dabei das 
markierte Substrat, z.B. eine Aminosäure, von einer sequenzierten A-Domäne 
erkannt, aktiviert und in den Naturstoff eingebaut. Anschließend könnte die 
Substanz im Kulturüberstand detektiert, aufgereinigt und analysiert werden. 
Dadurch würden die aufwändige Transformation sowie die 
molekularbiologischen Kontrollen überflüssig werden. Ein weiterer Vorteil 
dieser Methode wäre die Möglichkeit, die Produktion der Naturstoffe bei 
unterschiedlichen Bedingungen zu dokumentieren. Die Präsenz der Gene für 
NRPS und PKS im Genom von Stamm Flo1 gibt noch keine Hinweise auf die 
tatsächliche Expression unter den vorherrschenden Kulturbedingungen. Die 
Kultivierung bei veränderten physiologischen Parametern sowie ein 
quantitativer Nachweis der produzierten (und markierten) Naturstoffe könnte 
Aufschluss über die Stimuli zur Produktion dieser Sekundärmetabolite geben. 
Im Rahmen dieses Promotionsvorhabens konnte der molekulare Nachweis der 




Zellen und des Mutagenese-Vektors bisher nicht eindeutig erfolgen. Dabei 
zeigte die Detektion der Kanamycin-Resistenz-Kassette sowie der A-Domäne 
mittels Southern-Blot hohe Hintergrundsignale, die mit den zur Verfügung 
stehenden Mitteln nicht beseitigt werden konnten (siehe Kap. 3.4.1.3). Die 
kosten- und zeitaufwendige Optimierung dieser Methode könnte den 
zweifelsfreien Nachweis der Integration des Vektors in die A-Domäne der „mut-
Flo1―-Zellen erbringen. 
Eine Identifizierung und Strukturaufklärung der fünf detektierten potentiellen 
Naturstoffe (siehe Kap. 3.5.1) ist im Rahmen dieser Arbeit nicht erfolgt. Eine 
fraktionierte Aufreinigung mit anschließender chemischer Analyse (MS-MS, 
NMR etc.) würde zur Aufklärung der Struktur sowie der Zusammensetzung der 
Substanzen beitragen und Informationen zur biologischen Funktion liefern.  
 
Die Identifizierung der hemmenden Substanz im Kulturüberstand von Stamm 
Flo1 als L-Aminosäureoxidase (LAAO) ist im Rahmen dieser Arbeit erfolgt 
(siehe Kap. 3.7). Weitere Untersuchungen zur Aufklärung der Struktur des 
Enzyms könnten dieses für biotechnologische Anwendungen oder medizinische 
Zwecke eröffnen. Dazu sollten weitere klinisch relevante Organismen bezüglich 
eines breiten Wirkungsspektrums getestet werden, um das komplette 
antibakterielle Potential aufzuklären.  
 
Die Analyse der gefärbten Substanz(en) im Kulturüberstand von Fischerella 
ambigua konnte im Rahmen der vorliegenden Arbeit nur partiell durchgeführt 
werden. Eine zusätzliche Aufreinigung der Substanz(en) und die Auftrennung 
der detektierten Peaks würde die Auswertung von Massenspektren ermöglichen. 
Dadurch könnte eine Identifizierung der sekretierten Substanz(en) erfolgen, 
und eine potentielle Lichtschutzfunktion könnte auch für biotechnologische 






 Die verwendeten Cyanobakterienstämme Flo1 und Fischerella ambigua 
wurden anhand ihrer Morphologie und der phylogenetischen Position 
(basierend auf der 16S rDNA-Sequenz) in Stammbäumen klassifiziert.  
 Bei Stamm Flo1 konnten mittels PCR und degenerativer Primer Gene für 
„Non-Ribosomal Peptide Synthetases― (NRPS) und „Polyketid Synthases― 
(PKS) detektiert werden. Im Anschluss an die Klonierung der Amplifikate 
in den Vektor pDrive ergab die Sequenzierung von jeweils zehn Klonen 
identische NRPS-Sequenzen sowie zwei unterschiedliche PKS-
Sequenzen. Auf Grundlage dieser Sequenzen wurden diverse Primer für 
weiterführende Versuche konzipiert (siehe Tab. 5, Kap. 2.4). Bei dem 
Stamm Fischerella ambigua konnten keine Naturstoff-Gene detektiert 
werden (siehe Kap. 3.2).  
 Die Sequenzierung des gesamten Naturstoff-Gens bzw. Operons sollte 
mittels RAGE-PCR erfolgen (siehe Kap. 2.6). Es zeigte sich, dass die 
verwendete Methodik für die Versuchszwecke nicht geeignet war und 
alternative Strategien verwendet wurden (siehe unten). 
 Im Anschluss an die Translation der Nukleotidsequenz in die 
entsprechende Aminosäureabfolge konnten die konservierten Regionen 
A1 bis A8 (siehe Tab.1, Kap. 1.2.3.1.1) und die Aminosäurereste 
DTEDIGSV als das Motiv der Bindungstasche in der A-Domäne von 
Stamm Flo1 detektiert werden. Die Substratspezifität der A-Domäne 
konnte auf Grund fehlender Datenbankinformationen nicht identifiziert 
werden (siehe Kap. 3.2.2). 
 Die Identifizierung der von Stamm Flo1 produzierten Naturstoffe sollte 
im Anschluss an die Versuche zur RAGE-PCR (siehe oben) anhand eines 
Knock-Out des Naturstoffoperons mit anschließendem Vergleich des 
„metabolischen Profils― der Mutante und des Wildtyps erfolgen. Die 
Herstellung des Mutagenese-Vektors erfolgte durch separate 
Amplifikation der flankierenden Bereiche „LF― und „RF― mit 




synthetisierte Vektor wurde in E. coli DH5α transformiert, in großen 
Mengen isoliert und linearisiert (siehe Kap. 3.3.2). 
 Der Mutagenese-Vektor wurde in vereinzelte Zellen von Stamm Flo1 
transformiert und die Zellen im Medium mit Kanamycin (50 µg/ml) 
inkubiert. Die resistenten Zellen („mut-Flo1―), bei denen eine 
Verschiebung des Leserasters sowie eine Integration der Kanamycin-
Resistenz-Kassette stattgefunden hatten, konnten so selektiert werden. 
Diese Filamente zeigten eine veränderte Morphologie sowie eine 
Resistenz gegen hohe Konzentrationen des Antibiotikums Kanamycin 
(bis zu 150 µg/ml), auch bei wiederholter Vereinzelung und 
anschließender Antibiotikabehandlung (siehe Kap. 3.3.6).  
 Bei einer Detektion der A-Domänen im Wildtyp von Stamm Flo1 mittels 
Southern-Blot konnte lediglich eine A-Domäne nachgewiesen werden 
(siehe Kap. 3.4.1.3). Bei der Mutante („mut-Flo1―) konnte keine A-
Domäne detektiert werden, was in der Integration des Mutagenese-
Vektors in die A-Domäne begründet sein könnte. Eine Überprüfung der 
erfolgreichen homologen Rekombination bei der Mutante sollte anhand 
des Nachweises der Kanamycin-Resistenz-Kassette mittels Southern-Blot 
und PCR erfolgen, blieb allerdings erfolglos (siehe Kap. 3.4.1 und 3.4.2).  
 Bei den Zellen des Wildtyps und der Mutante konnten keine 
extrachromosomalen Plasmide nachgewiesen werden (siehe Kap. 3.4.3).  
 Eine Analyse (HPLC-UV und -MS) der Überstände sowie ein Vergleich 
der „metabolischen Profile― des Wildtyps und der Mutante zeigte fünf 
potentielle Naturstoffe mit nicht-ribosomalem Syntheseweg (siehe Tab. 
13, Kap. 3.5.1). 
 Ein Antibiogramm zeigte das Wirkungsspektrum der hemmenden 
Substanz im Kulturüberstand von Stamm Flo1. Dabei wurde die größte 
Hemmwirkung bei der Katalase-negativ Mutante E. coli UM255 erzielt, 
der auf Grund der fehlenden Katalase kein Wasserstoffperoxid 
detoxifizieren kann (siehe Kap. 3.7.1). 
 Die hemmende Substanz konnte mittels eines spektrophotometrischen 




3.7.2). Dabei konnte eine hohe Substratspezifität (ausschließlich L-Lysin) 
dokumentiert werden. Die Analyse des Kulturüberstandes mittels SDS-
PAGE und „in-gel assays― verifizierte dieses Ergebnis und zeigte ein 
Molekulargewicht von 55 kDa für die LAAO (siehe Kap. 3.7.3). 
 Die gefärbte Substanz im Kulturüberstand von Fischerella ambigua 
konnte bei einer Flüssig-Flüssig-Extraktion ausschließlich mit 
Essigsäureethylester extrahiert werden (siehe Kap. 3.8.1). Bei der 
Verwendung von SPE-Säulen konnte die Substanz an die Säule gebunden 
und mit Methanol eluiert werden. Bei einer Dialyse mit einem 
Ausschlussgewicht von 10-12 kDa verblieb die Substanz im 
Dialyseschlauch und hat somit ein Molekulargewicht von mindestens 10 
kDa (siehe Kap. 3.8.3). 
 Die gefärbte Substanz wurde mittels Methanolyse fragmentiert und 
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IX.1 Verwendete Medien 
Tabelle 15: Zusammensetzung des Basis-Mediums ASN III/2+ (535) mit Nitrat (nach 
Rippka et al. 1979). Nach Zugabe der Komponenten wurde das Volumen auf 1 l 
aufgefüllt und bei 120°C für 20 Minuten autoklaviert. 
Komponenten Menge/l 
NaCl 12,5 g 
MgSO4 x 7 H2O 1,75 g 
MgCl2 x 6 H2O 1,0 g 
KCl 0,25 g 
CaCl2 x 2 H2O 0,25 g 
NaNO3 0,75 g 
K2HPO4 x 3 H2O  0,02 g 
Na2CO3 0,04 g 
Lösung AS00005 (siehe Tab. 17) 2,5 ml 
Lösung AS00006 (siehe Tab. 18) 2,5 ml 
Lösung AS00008 (siehe Tab. 19) 1,0 ml 
 
 
Tabelle 16: Zusammensetzung des Basis-Mediums BG 11+ (552) mit Nitrat (nach 
Rippka et al. 1979). Nach Zugabe der Komponenten wurde das Volumen auf 1 l 
aufgefüllt und bei 120°C für 20 Minuten autoklaviert. 
Komponenten Menge/l 
MgSO4 x 7 H2O 0,075 g 
CaCl2 x 2 H2O 0,036 
NaNO3 0,015 g 
K2HPO4 x 3 H2O  0,04 g 
Na2CO3 0,04 g 
Lösung AS00005 (siehe Tab. 17) 5,0 ml 
Lösung AS00006 (siehe Tab. 18) 5,0 ml 









Tabelle 17: Zusammensetzung der Eisen-Ammonium-Citrat Lösung (AS00005) nach 
Rippka et al. 1979) zur Herstellung des ASN III/2+ (535) Mediums. 
Komponenten Menge/250 ml 
Ammoniumeisen(III)-citrat 300 mg 




Tabelle 18: Zusammensetzung der Magnesium Titriplex Lösung (AS00006) nach 
Rippka et al. 1979) zur Herstellung des ASN III/2+ (535) Mediums. 
Komponenten Menge/500 ml 




Tabelle 19: Zusammensetzung des Trace Metal Mix (AS00008) nach Rippka et al. 
1979). 
Komponenten  Menge/l 
H3BO3 2,86 g 
MnCl2 x 4 H2O 1,81 g 
ZnSO4 x 7 H2O 222 mg 
Na2MoO4 x 5 H2O 390 mg 
CuSO4 x 5 H2O 79 mg 




Tabelle 20: Zusammensetzung des LB-Mediums (pH 7,0). Nach Zugabe der 
Komponenten wurde das Volumen auf 1 l aufgefüllt und bei 120°C für 20 Minuten 
autoklaviert. Die Zugabe des Agars erfolgte optional bei Herstellung von Agar-Platten. 
Komponenten Menge/l 
Trypton 10,0 g 
Hefe-Extrakt 5,0 g 
NaCl 10,0 g 









Tabelle 21: Zusammensetzung des MYG-Mediums (pH 6,5). Nach Zugabe der 
Komponenten wurde das Volumen auf 1 l aufgefüllt und das Medium bei 120°C für 20 
Minuten autoklaviert. Die Zugabe des Agars erfolgte optional bei Herstellung von Agar-
Platten. 
Komponenten Menge/l 
Hefe-Extrakt 4,0 g 
Malz-Extrakt 10,0 g 
D-Glucose 20,0 g 
(NH4)2HPO4  1,0 g 





IX.2 Nukleotidsequenz der A- und KS-Domänen 
Im Anschluss an die Sequenzierungen der zehn transformierten Klonen mit A-
Domänen Insert (siehe Kap. 3.2) wurden anhand der generierten 
Nukleotidsequenz die Primer konstruiert (siehe Tab. 4, Kap. 2.4). Abbildung 53 
zeigt die Position und Sequenz der Primer innerhalb der A-Domäne. 
         SBlot-fw / LF-fw 
1       CCTTCGTGATTGCTGGCGGCGCATACGTGCCCCTCGATCCGGCGTACCCCAGCCAACGCCTCGAAACCATCTTATCCGAC   80 
1       GGAAGCACTAACGACCGCCGCGTATGCACGGGGAGCTAGGCCGCATGGGGTCGGTTGCGGAGCTTTGGTAGAATAGGCTG   80 
 
81      GCGCAACCGTCGGCGATCGTCACGCAAACCTCCCTCATCGACCAGTTCGATCGCACCAACACGATCGCCTTAGACGCCAA   160 
81      CGCGTTGGCAGCCGCTAGCAGTGCGTTTGGAGGGAGTAGCTGGTCAAGCTAGCGTGGTTGTGCTAGCGGAATCTGCGGTT   160 
 
161     CAGAGACGCGATCGCCGCAGAATCCCCAGAACCGCCCAACGTTCCCGTCAATTCAGATCGTCTCGCTTACGTCATTTATA   240 
161     GTCTCTGCGCTAGCGGCGTCTTAGGGGTCTTGGCGGGTTGCAAGGGCAGTTAAGTCTAGCAGAGCGAATGCAGTAAATAT   240 
GSP4-rev                 GSP3-rev 
 
241     CCTCCGGATCGACCGGAACCCCCAAAGGCGTCGCCGTCGAACATCGATCGCTGGTGAACTTCACCGAAGCCGCCGGCGAG   320 
241     GGAGGCCTAGCTGGCCTTGGGGGTTTCCGCAGCGGCAGCTTGTAGCTAGCGACCACTTGAAGTGGCTTCGGCGGCCGCTC   320 
 
321     GAATACAATATTTCAGACCGCGATCGCGTGTTACAGTTCGCCACCCTCGGATTCGACACGGCGATCGAAGAAATCTTTCC   400 
321     CTTATGTTATAAAGTCTGGCGCTAGCGCACAATGTCAAGCGGTGGGAGCCTAAGCTGTGCCGCTAGCTTCTTTAGAAAGG   400 
 
401     CGCTTTGACGCGAGGGGCGACGTTAATTCTGCGAAGCGATCGCTGGTTGGGGTCGATGTCGGGATTTCTCAACGCCTGTC   480 
401     GCGAAACTGCGCTCCCCGCTGCAATTAAGACGCTTCGCTAGCGACCAACCCCAGCTACAGCCCTAAAGAGTTGCGGACAG   480 
 
         RF-rev 
481   GCCAGCACAACATCACCGTCCTCGACTTACCAACTGCATTTTGGCATCAACTGGCCGCAGATATCGCCACCAAACGCCTC   560 
481   CGGTCGTGTTGTAGTGGCAGGAGCTGAATGGTTGACGTAAAACCGTAGTTGACCGGCGTCTATAGCGGTGGTTTGCGGAG   560 
              LF-rev 
 
561     ACAGTCCCCGATTCCCTGCGTTTGGTGATTATCGGCGGTGAAAAAGCCCTCGGCGATCGCCTGGAACTGTGGCAAAATTG   640 
561     TGTCAGGGGCTAAGGGACGCAAACCACTAATAGCCGCCACTTTTTCGGGAGCCGCTAGCGGACCTTGACACCGTTTTAAC   640 
 
641     CGTATCGCCGCAAGTGCGCCTCGTCAACAGCTACGGCCCCACCGAAGCCACCGTCGTTACCACCACCGTCGAGTTATCCC   720 
641     GCATAGCGGCGTTCACGCGGAGCAGTTGTCGATGCCGGGGTGGCTTCGGTGGCAGCAATGGTGGTGGCAGCTCAATAGGG   720 
 
721     AACTCTCCCTCGAGAACCGCAGCGGACGAGAACTTCCCATCGGAACCCCCATTCGCAACGCCACCACCTACGTCCTCGAT   800 
721     TTGAGAGGGAGCTCTTGGCGTCGCCTGCTCTTGAAGGGTAGCCTTGGGGGTAAGCGTTGCGGTGGTGGATGCAGGAGCTA   800 
 
GSP1-fw            GSP2-fw 
801 CCCTGTCTCAAACCCGTTCCCCTGGGAATTCCCGGCGAATTGTACATCGGTGGGGCGGGAATCGCACGGGGCTATCTCAA   880 
801     GGGACAGAGTTTGGGCAAGGGGACCCTTAAGGGCCGCTTAACATGTAGCCACCCCGCCCTTAGCGTGCCCCGATAGAGTT   880 
 
881     CCGCCCCGATTTGAACGAACGAACCTTTATTGACGATCCGTTTAGTTCCGTTCCGGGGGCGCGTTTGTACAAAACCGGCG   960 
881     GGCGGGGCTAAACTTGCTTGCTTGGAAATAACTGCTAGGCAAATCAAGGCAAGGCCCCCGCGCAAACATGTTTTGGCCGC   960 
 
961     ATCGCGTTTGTCTGCGAGAAGACGGAAATTTGGAGTTTCTCGGACGCATCGACAACCAGGTCAAAATCCGGGGA   1034 
961     TAGCGCAAACAGACGCTCTTCTGCCTTTAAACCTCAAAGAGCCTGCGTAGCTGTTGGTCCAGTTTTAGGCCCCT   1034 
        SBlot-rev / RF-rev 
 
Abbildung 53: Nukleotidsequenz der A-Domäne von Stamm Flo1 mit Position, 






Bei der Sequenzierung der Plasmide mit KS-Domänen-Insert wurden zwei 
unterschiedliche Sequenzen generiert (Abb. 54 und 55). Auf Grund der 
Sequenzvariabiliät wurden nur für die in Abbildung 54 dargestellte Sequenz 
Primer konzipiert.  
1       GCGATGGATCCCCAACAACGGATTTTCCTGGAATGCGCCTGGGAGGCGATGGAGGACGCGGGCTATTACGCGGAAGGGTT   80 
1       CGCTACCTAGGGGTTGTTGCCTAAAAGGACCTTACGCGGACCCTCCGCTACCTCCTGCGCCCGATAATGCGCCTTCCCAA   80 
 
        
 
81      TGACGGGGCGATCGGGGTCTATGCCGGTTCGTTGCTCAGCACCTATCTGATGAACCTCTATTCGAACCCCGACCTCCTGG   160 
81      ACTGCCCCGCTAGCCCCAGATACGGCCAAGCAACGAGTCGTGGATAGACTACTTGGAGATAAGCTTGGGGCTGGAGGACC   160 
           
         GSP4-rev 
 
 
161   AATCCGTCGGCGCCGCGCAGGTCGGCGTCGGGAACAATGTCGATTTTCTCTGCACCATGCTTTCCTACAAGCTGGGGCTG  240 
161   TTAGGCAGCCGCGGCGCGTCCAGCCGCAGCCCTTGTTACAGCTAAAAGAGACGTGGTACGAAAGGATGTTCGACCCCGAC  240 
 
GSP3-rev 
       
 
241     AACGGGCCGAGCGTGACCGTTCAAACCGCCTGTTCCACATCGCTTGTCGCCGCGCATGTCGCCTGTCAGGCCCTCCTGAA   320 
241     TTGCCCGGCTCGCACTGGCAAGTTTGGCGGACAAGGTGTAGCGAACAGCGGCGCGTACAGCGGACAGTCCGGGAGGACTT   320 
           
 
321     CGGCGAATGCGACATGGCGCTGGCGGGCGGCGTCGCCGTGCGCACGCCGCAGCGGGCGGGATACTACTATCAGGAAGGCG   400 
321     GCCGCTTACGCTGTACCGCGACCGCCCGCCGCAGCGGCACGCGTGCGGCGTCGCCCGCCCTATGATGATAGTCCTTCCGC   400 
 
          GSP1-fw 
 
401     GCATCCTCTCGCCCGACGGCCGCTGCCGCGCATTTGACGCCAACGCCCGGGGAACGGTGTTCGGCAACGGCGCCGGGATC  480 
401     CGTAGGAGAGCGGGCTGCCGGCGACGGCGCGTAAACTGCGGTTGCGGGCCCCTTGCCACAAGCCGTTGCCGCGGCCCTAG   480 
 
                  GSP2-fw 
 
481     GTCGTGCTGAAACGCCTCGCCGACGCCATGGCCGACGGCGACGCCATTCGCGCCGTCATCAAGGGATCGGCGATCAACAA  560 
481     CAGCACGACTTTGCGGAGCGGCTGCGGTACCGGCTGCCGCTGCGGTAAGCGCGGCAGTAGTTCCCTAGCCGCTAGTTGTT   560 
            
 
561     TGACGGCTCGCTCAAGGTCGGTTTCACCGCGCCGAGCGTTCAGGGGCAGACTGCAGTCGTTGTCGAGGCGCTCGCCGCCG   640 
561     ACTGCCGAGCGAGTTCCAGCCAAAGTGGCGCGGCTCGCAAGTCCCCGTCTGACGTCAGCAACAGCTCCGCGAGCGGCGGC   640 
                 
641     CCGGCGTAAACGCCGACGCC   660 
641     GGCCGCATTTGCGGCTGCGG   660 
 
Abbildung 54: Nukleotidsequenz einer KS-Domäne von Stamm Flo1 mit Position, 






1       TGCGATGGACCCACAACAGCGGCTGTTTCTCGAGTCGGCGTGGGAAGCCTTAGAACACGCGGGTTACAGTTCCCCCGAAG   80 
1       ACGCTACCTGGGTGTTGTCGCCGACAAAGAGCTCAGCCGCACCCTTCGGAATCTTGTGCGCCCAATGTCAAGGGGGCTTC   80 
 
81      AAAAACGCGCGATCGGAGTGTTTGCGGGGGTGGGAATGGGAACCTACCTGTTGTATAACCTCAGCCCCAACCCAGACATC   160 
81      TTTTTGCGCGCTAGCCTCACAAACGCCCCCACCCTTACCCTTGGATGGACAACATATTGGAGTCGGGGTTGGGTCTGTAG   160 
 
 
161     ATCGAATCTCGGGGACTACTCTCGACGTTGGTAGGCGTGGATAAAGACTATCTCCCGACCCGCGTTTCCTATAAATTAAA   240 
161     TAGCTTAGAGCCCCTGATGAGAGCTGCAACCATCCGCACCTATTTCTGATAGAGGGCTGGGCGCAAAGGATATTTAATTT   240 
 
 
241     TCTCAACGGTCCCAGTGTCAGCGTAGGAACCGCCTGTTCGAGTTCTCTCGTCGCCGTTCACCTCGCCTGTCAGAGTTTGC   320 
241     AGAGTTGCCAGGGTCACAGTCGCATCCTTGGCGGACAAGCTCAAGAGAGCAGCGGCAAGTGGAGCGGACAGTCTCAAACG   320 
 
 
321     TGAGTGGCGAATGCGATATCGCTTTGGGTGCGGGGGTTGCGGTGAAAGTTCCCCAAAGCGAGTTGACGCTCTCTCCCGAT   400 
321     ACTCACCGCTTACGCTATAGCGAAACCCACGCCCCCAACGCCACTTTCAAGGGGTTTCGCTCAACTGCGAGAGAGGGCTA   400 
 
 
401     GAAATTGTCTCCTCAGACGGACACTGTCGCGCCTTCGATCGCAACGCCAACGGTACAGTCGGAGGAAACGGAATCGGGGT   480 
401     CTTTAACAGAGGAGTCTGCCTGTGACAGCGCGGAAGCTAGCGTTGCGGTTGCCATGTCAGCCTCCTTTGCCTTAGCCCCA   480 
 
 
481     GGTGGTTCTCAAACGCCTCGAAGATGCGATCGCCGATCGCGATACCATCTATGCAGTGGTTAAAGGCTCTGCAATCAACA   560 
481     CCACCAAGAGTTTGCGGAGCTTCTACGCTAGCGGCTAGCGCTATGGTAGATACGTCACCAATTTCCGAGACGTTAGTTGT   560  
 
 
561     ACGACGGGGCGCAGAAAGTCGGTTACACCGCCCCCAGCGAAGACGGACAAACCCGCGTCATTCGCGCCGCGCAGATTATG   640 
561     TGCTGCCCCGCGTCTTTCAGCCAATGTGGCGGGGGTCGCTTCTGCCTGTTTGGGCGCAGTAAGCGCGGCGCGTCTAATAC   640 
 
641     GCGGAAGTGGAACCCGACAGCATTTCCTACATGGAGACCCATGGGACCGGCACAATC   697 
641     CGCCTTCACCTTGGGCTGTCGTAAAGGATGTACCTCTGGGTACCCTGGCCGTGTTAG   697 
 
Abbildung 55: Nukleotidsequenz der zweiten sequenzierten KS-Domäne von Stamm 
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An inhibitory substance is secreted by the marine filamentous cyanobacterial strain 17 
Flo1 which inhibits the growth of several microorganisms. The inhibitory effect of 18 
culture supernatant derived from strain Flo1 is caused by an L-amino acid oxidase 19 
(L-AAO). The enzyme shows high hydrogen peroxide producing activity only with the 20 
substrate L-lysine and can therefore be regarded as an L-lysine oxidase. This enzyme 21 
uses L-lysine, oxygen, and water as substrates resulting in the respective α-keto acid 22 
with the release of ammonium and hydrogen peroxide. In-gel detection of the 23 
enzyme using non-denaturing SDS-PAGE linked with antibacterial assays reveals 24 
that strain Flo1 produces an L-lysine oxidase with an approximate molecular weight 25 
of 55 kDa. Phylogenetic studies show that strain Flo1 is taxonomically most closely 26 
related to the genus Geitlerinema. However, the closest relative of strain Flo1 at 16S 27 
rDNA level, Geitlerinema strain PCC 7105, does not produce a substance of this kind. 28 
This is the first report of a marine cyanobacterium using an L-lysine oxidase for 29 
generating hydrogen peroxide that inhibits microbial growth.  30 
 31 
Keywords: Antibacterial activity, Geitlerinema strain Flo1, L-lysine oxidase, non-32 
denaturing SDS-PAGE 33 
 34 
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The marine filamentous cyanobacterial strain Flo1 has been studied recently due to 38 
its high biotechnological potential. This organism produces and secretes at least one 39 
biologically active substance into the environment which inhibits growth of the yeast 40 
Saccharomyces cerevisiae, of several heterotrophic marine bacteria as well as of 41 
fungi (Heyduck-Söller and Fischer, 2000; Caicedo et al., 2010). However, the 42 
substance has not been identified so far by the mentioned studies. Additionally, 43 
strain Flo1 has been used as model organism for quantitative analysis of 44 
bioproduction of antimicrobial compounds (Caicedo et al., 2010). 45 
Cyanobacteria are commonly known as effective producers of secondary metabolites 46 
of biotechnological and pharmaceutical interest. Many different products with a 47 
broad range of biological activity have been reported (Burja et al., 2001). These 48 
substances can have toxic, antibacterial, antiviral, fungicide, immunosuppressive, 49 
and enzyme inhibiting activities (Burns et al., 2005).  50 
A further class of bioactive substance with allelopathic effects are the L-amino acid 51 
oxidases (L-amino acid: O2 oxidoreductase (deaminating), EC 1.4.3.2., L-AAO). 52 
L-AAOs are flavoenzymes catalysing the oxidative deamination of L-amino acids to 53 
the respective α-keto acids with the release of ammonium and hydrogen peroxide 54 
(Wellner and Meister, 1961) which determines the antimicrobial property of L-AAOs 55 
(Stiles et al., 1991). The enzyme is widely distributed in snake (Du and Clemetson, 56 
2002; Alves et al., 2008) and insect venoms (Ahn et al., 2000) but also in algal 57 
(Fujisawa et al., 1982), bacterial (Tong et al., 2008; Chen et al., 2010a), 58 
cyanobacterial (Gau et al., 2007), fungal (Kusakabe et al., 1980), gastropodal (Yang 59 
et al., 2005), and vertebratal sources (Sun et al., 2002; Kasai et al., 2010). L-AAOs 60 
have been reported as antitumor (Kusakabe et al., 1980; Ahn et al., 2000) as well as 61 
bacteriostatic and bacteriocidal agents (Yang et al., 2005). L-AAOs can be 62 
differentiated into enzymes with a more strict substrate specificity (Lucas-Elío et al., 63 
2006) and into those which have a broader spectrum (Gómez et al., 2008). They 64 
typically have a dimeric structure. FAD is the cofactor of L-AAOs and binds strongly 65 
but not covalently to the protein. A main commercial application for L-AAOs is the 66 
production of D-amino acids by enzymatic resolution of racemic amino acid 67 
solutions (Parikh et al., 1958; Takahashi et al., 1997). 68 
The aim of the present study was i) to elucidate the structural and functional nature 69 




Flo1 by investigating the mechanism of inhibition, the possible substrate spectrum, 71 
and the approximate molecular weight of this substance as well as ii) to analyse the 72 
phylogenetic position of strain Flo1 amongst closely related cyanobacteria. As a 73 
reference, the same experiments were performed with Geitlerinema strain PCC 7105, 74 
the closest relative to strain Flo1. 75 
 76 
Material and methods  77 
Culture and growth conditions 78 
Strain Flo1 was originally isolated from a mangrove wood in Florida near Key 79 
Biscane and cultivated in the culture collection of the Department of Marine 80 
Microbiology at the University of Bremen (Germany). The reference strain 81 
Geitlerinema PCC 7105 was provided by the Pasteur Culture Collection (Paris, 82 
France). Both strains were axenic, as proven by light microscopy. Organisms were 83 
cultivated for 3 to 4 weeks in glass-columns (52 cm length and 5 cm in diameter, 84 
closed by a rubber stopper) containing 600 ml of artificial seawater of half salinity 85 
supplemented with nitrate (ASN III/2; modified after Rippka et al., 1979). The 86 
medium contained (l-1 distilled water) 12.5 g NaCl,1.0 g MgCl2∙6H2O, 0.25 g 87 
KCl,1.75 g MgSO4∙7H2O, 0.25 g CaCl2∙2H2O, 0.75 g NaNO3, 0.12 g Na2CO3, 0.01 g 88 
K2HPO4∙H2O, 1.5 mg Fe-NH4-citrate, 5 mg vitamin B12, and 0.5 ml of a trace metal 89 
mix solution (modified after Rippka et al., 1979). This solution contained 3.0 g 90 
Na3-citrate∙2H2O, 5.0 g Na2-EDTA∙2H2O, 2.86 g H3BO3, 1.81 g MnCl2∙4H2O, 0.22 g 91 
ZnSO4∙7H2O, 0.39 g Na2MoO4∙5H2O, 0.08 g CuSO4∙5H2O, and 0.05 g 92 
Co(NO3)2∙6H2O. Cultures were kept under a constant photon flow density of 93 
5 µE m-2 s-1 photosynthetically active radiation and a constant aeration with sterile-94 
filtered air to avoid shading and precipitating of the cells. Cells were harvested by 95 
centrifugation at 5,000 rpm for 10 min. Cultivation of the target organisms was 96 
routinely performed at the optimal growth temperature of the particular strains for 97 
1-3 d on either solid LB or MYG media or in liquid ones (see also 2.2) by shaking at 98 
120 rpm. In the latter case an OD600 of 0.1 was used to inoculate the bacterial 99 
cultures. 100 
 101 
Antibiogram assay 102 
The antibacterial potential of culture supernatant from strains Flo1 and PCC 7105 103 




Bauer and co-workers (1966) with the following modifications. Circular wells with a 105 
diameter of 6 mm were stamped into the surface of an LB agar plate (for 106 
Saccharomyces pastorianus DSM 6580NT MYG agar was used) by the upper end of a 107 
sterile Pasteur pipette. Approximately 15 ml agar medium were used per plate. 108 
Cultures of test strains (60 µl; OD600 = 0.1) were plated onto the agar surface using 109 
a Drigalski spatula. 50 µl of sterile filtered cyanobacterial culture supernatant were 110 
added to the wells and zones of inhibition were determined after 24 h of incubation 111 
at the optimal growth temperature of the respective target organism. 50 µl 0.03% 112 
H2O2 were used as a control. Mean diameters of inhibition zones were quantified by 113 
subtracting the diameter of the well (6 mm). Tests were performed in quadruplicate. 114 
Antibacterial activities of the inhibitory substance of strain Flo1 were tested by using 115 
the following organisms: Bacillus subtilis ATCC 6051T, Escherichia coli K12, catalase 116 
negative mutant Escherichia coli UM255 (Mulvey et al., 1988), Pseudomonas 117 
fluorescens ATCC 13525T, Staphylococcus epidermidis (clinical isolate, Molzym 118 
GmbH, Bremen), and the yeast Saccharomyces pastorianus DSM 6580NT. 119 
 120 
Identification of the inhibitory substance and determination of its 121 
substrate spectrum  122 
A modified peroxidase-coupled assay, based on the spectrophotometrical 123 
measurement of hydrogen peroxide was carried out as described by Chen and co-124 
workers (2010b) in order to identify the inhibitory substance produced by strain Flo1 125 
and to determine its substrate spectrum. 500 µl sterile filtrated culture supernatant 126 
of strain Flo1 were used in a 1 ml cuvette per standard assay mixture test (final 127 
volume: 1 ml). Tests were performed in duplicate. 128 
 129 
SDS-PAGE and in-gel antibacterial assays 130 
SDS-PAGE and in-gel detection of inhibitory substances were performed as 131 
described previously (Rau and Fischer, 2011), but with the following modifications: 132 
37.5-fold concentrated culture supernatants derived from strains Flo1 and PCC 7105 133 
were used. The Coomassie-stained lane was not treated with the modified assay 134 
mixture solution, whereas the first non-stained lane was. The second non-stained 135 
lane was placed onto an LB agar plate containing the catalase negative mutant E. coli 136 
UM255 (OD600 0.001) as target organism and incubated at 37 °C for 24 h to detect 137 




Protein Ladder (Fermentas) was used as protein standard. The corresponding figures 139 
3 and S1 were digitally enhanced by adjusting colour and contrast using the freeware 140 
program GIMP (version 2.6.11). 141 
 142 
DNA extraction 143 
Cells were disrupted by using N-Lauroylsarcosine (final conc. 1% for 1 h in the dark 144 
at 4 °C), lysozyme (0.5 mg/ml), SDS (final conc. 1%), and proteinase K (100 µg/ml; 145 
derived from Tritirachium album, AppliChem) for 1h at 37 °C. DNA was extracted 146 
with phenol/chloroform/isoamylalcohol (25:24:1 (v/v/v)) and precipitated with 147 
isopropanol. 148 
 149 
Amplification of 16S rDNA 150 
Amplification of 16S rDNA was performed using 2.5 mM MgCl2, 0.2 mM dNTP 151 
solution, 0.5 U polymerase (TrueStart Polymerase; Fermentas), and 0.8 µM each of 152 
the primers 8F (AGAGTTTGATCCTGGC; Lane, 1991) and 1494R 153 
(GTACGGCTACCTTGTTACGAC; Taton et al., 2003). 154 
The PCR thermal cycle included an initial denaturation step at 95 °C for 2 min, 155 
followed by 30 cycles of denaturation at 95 °C for 30 sec, primer annealing for 30 sec 156 
at 58 °C followed by a cycle extension at 72 °C for 1 min and a final extension at 72 °C 157 
for 5 min. Amplification reactions were performed using a T3 Thermocycler 158 
(Biometra). PCR products were visualised with RedSafe (iNtRON Biotechnology) on 159 
1% agarose gels. Products were purified (DNA Clean and Concentrator sample Kit; 160 
Zymo Research) and sequenced (GATC, Konstanz, Germany). 161 
 162 
Phylogenetic analysis 163 
The sequences obtained from amplification were merged together with Chromas Pro 164 
version 1.34. The closest relatives of strain Flo1 were determined by performing 165 
BLAST database searches. Subsequent analyses of the 16S rDNA sequence of the 166 
isolate, as well as of closely related sequences were performed using the ARB 167 
software package (version 5.2; Ludwig et al., 2004) and the corresponding SILVA 168 
SSURef 104 database (release October 2010; Pruesse et al., 2007). Nearly the 169 
complete 16S rDNA sequence of strain Flo1 (1,348 bp) was aligned automatically 170 
using the PT server implemented in the ARB software package and the alignment 171 




neighbour-joining (Saitou and Nei, 1987), maximum-parsimony (Fitch, 1971), and 173 
maximum-likelihood (Felsenstein, 1981) methods. The stability of the groupings was 174 
estimated by bootstrap analysis (Felsenstein, 1985) of the neighbour-joining and 175 
maximum-parsimony methods based on 1,000 replications. The 16S rDNA sequence 176 
of strain Flo1 is deposited in the NCBI database (GenBank accession no. FJ042947). 177 
 178 
Results and discussion 179 
Antibiogram of the inhibitory substance 180 
The antibiogram showed diverse inhibitory effects on the target organisms used. 181 
Gram-negative as well as Gram-positive bacteria were affected by the culture 182 
supernatant without any purification or concentration, indicating the high potential 183 
of the inhibitory substance. In particular, the culture supernatant of strain Flo1 184 
showed no inhibitory effect upon the yeast Saccharomyces pastorianus and upon 185 
Bacillus subtilis, whereas distinct inhibition zones of 8 to 19 mm were found with 186 
strains E. coli K12, P. fluorescens, and S. epidermidis in ascending order. The highest 187 
inhibitory effect, resulting in an inhibition zone of 22 mm, was obtained with the 188 
catalase negative mutant E. coli UM255. The supernatant of the used reference strain 189 
PCC 7105 exhibited no inhibitory effect upon none of the target organisms tested 190 
(Table 1).  191 
 192 
The inhibitory potential of substances produced by strain Flo1 was investigated 193 
previously by two other studies. Heyduck-Söller and Fischer (2000) reported that 194 
the cyanobacterial culture medium, pre-cultivated with strain Flo1 (basonym: 195 
Oscillatoria limnetica strain Flo1), showed growth inhibitory effects against the yeast 196 
Saccharomyces cerevisiae as well as against several Gram-negative and 197 
Gram-positive bacteria, including Escherichia coli. Interestingly, these authors could 198 
not detect any inhibitory growth effect against Bacillus subtilis.  199 
Caicedo and co-workers (2010) found two different Amberlite-extracts of the culture 200 
supernatant from strain Flo1 to show respectively antifungal and antibacterial 201 
activities against several fungi as well as against B. subtilis. Both studies (Heyduck-202 
Söller and Fischer, 2000; Caicedo et al., 2010) made only minor attempts to identify 203 
the inhibitory substance(s). Caicedo and co-workers (2010) figured out that the 204 
addition of bromide ions to the culture medium resulted in a higher inhibitory 205 




bacterial strain Bo 53-31. 207 
In the present study, we found a few contrary results to the above mentioned ones 208 
regarding the antimicrobial effects of culture supernatant from strain Flo1. 209 
Compared to the findings of Caicedo and co-workers (2010), B. subtilis was not 210 
inhibited by culture supernatants of strain Flo1 in the present study and in that by 211 
Heyduck-Söller and Fischer (2000). In addition, no inhibitory effect upon yeasts 212 
from the genus Saccharomyces was observed in the present work, contrary to the 213 
previous studies (Heyduck-Söller and Fischer, 2000; Caicedo et al., 2010). These 214 
differences might be explained by the use of different approaches to determine the 215 
antimicrobial activity of the culture supernatant from strain Flo1. As in the present 216 
study, Heyduck-Söller and Fischer (2000) used agar diffusion tests, but with the 217 
following differences: i) ASN III/2 agar medium supplemented with 0.1% (w/v) yeast 218 
extract was taken, ii) 1 ml of 106 cells of the respective target organism cultures was 219 
mixed with 15 ml of the agar medium, iii) paper disks were applied, and iv) only 10 µl 220 
of culture supernatant were applied. Caicedo and co-workers (2010) did not use agar 221 
diffusion tests. The authors determined the antimicrobial potential by following the 222 
growth of the target organisms in microtiter plates by measurement of the turbidity 223 
at 570 nm. Instead of untreated culture supernatant, the authors evaluated the 224 
inhibitory potential of different Amberlite-extracts derived from culture supernatant. 225 
50 µl of the respective extract were mixed with 50 µl of 104 cells of the appropriate 226 
target organism cultures per well of the microtiter plate. 227 
As shown in the present study, the growth inhibitory effect of the culture supernatant 228 
from strain Flo1 was found to be highest against the catalase negative mutant E. coli 229 
UM255. This organism lacks catalase encoding genes and, therefore, is unable to 230 
degrade present hydrogen peroxide. This indicates that catalase and, thereby, also 231 
hydrogen peroxide could play an important role in the mechanism of inhibition of 232 
one of the inhibitory substances produced by strain Flo1. However, the influence of 233 
bromide ions was not investigated in the present study. 234 
 235 
Identification and determination of the substrate spectrum  236 
The antibacterial substance derived from concentrated culture supernatant of strain 237 
Flo1 was used in a peroxidase-coupled assay with the 20 standard amino acids to 238 
identify it and to elucidate its substrates (Fig. 1). When L-lysine was offered as sole 239 




was unambiguously higher than that of the compound alone. When D-lysine was 241 
used, the H2O2 production was clearly lower than that of the compound alone. 242 
Therefore, the inhibitory compound produced and excreted into the medium by 243 
strain Flo1 is actually an L-AAO with very high substrate specificity and can be 244 
regarded as L-lysine oxidase. 245 
Regarding the presence of L-AAOs in other cyanobacteria, these enzymes, to our 246 
knowledge, have been detected so far only in the order Chroococcales and, in 247 
particular, in the Synechococcus elongatus strains PCC 6301 and PCC 7942 as well as 248 
in Synechococcus cedrorum strain PCC 6908 (Gau et al., 2007). According to the 249 
latter mentioned study, the L-AAOs produced by the particular Synechococcus 250 
strains can catalyse the oxidative deamination of basic L-amino acids (L-Arg > L-Lys 251 
> L-Orn > L-His) into their respective α-keto acids, whereas other amino acids are 252 
not converted. In contrast to these observations, the L-AAO derived from strain Flo1 253 
shows activity only with the substrate L-lysine. To our knowledge, substrate 254 
specificity restricted to only one L-amino acid was not observed for any other 255 
cyanobacterial strain so far. Therefore, the finding of the present study can be 256 
regarded as a novum concerning this kind of organisms. 257 
Furthermore, it is known that different kinds of media contain distinct types and 258 
amounts of amino acids which have an influence on the activity of L-AAOs (Gómez et 259 
al., 2008; Chen et al., 2010a,b). Caicedo and co-workers (2010) also mentioned an 260 
influence of the used growth medium on the strength of the inhibitory activity of 261 
different Amberlite-extracts derived from strain Flo1 culture supernatants. This can 262 
be regarded as additional proof that one of the inhibitory substances of Flo1 is an 263 
L-AAO. 264 
 265 
Further analysis of the antibacterial substance  266 
The antibacterial enzyme investigated in this study did not loose its inhibitory 267 
activity when in contact with SDS and ß-mercaptoethanol, hence non-denaturing 268 
SDS-PAGE was used to maintain enzymatic activity and to estimate the approximate 269 
molecular weight of this substance. Using Coomassie brilliant blue staining, the main 270 
proteins present in sterile-filtrated, 37.5x concentrated culture supernatant derived 271 
from strain Flo1 were visualized. Two different in-gel assay techniques were applied 272 
to detect single bands of antibacterial, H2O2 producing activity which belonged to a 273 




(Fig. 2B, II and C, II) and the corresponding stained one on SDS-PAGE (Fig. 2A, II) 275 
appeared in each case as a separate band of approximately 55 kDa in size for the 276 
L-lysine oxidase of strain Flo1. 277 
The same experiments were also performed with the reference strain Geitlerinema 278 
PCC 7105. However, this strain neither produced a 55 kDa protein in significant 279 
amounts nor gave a positive response in the H2O2-detecting assay or showed any 280 
inhibition in the antibacterial plate assay (Fig. 2, I). 281 
 282 
Gau and co-workers (2007) investigated putative L-AAOs in different cyanobacteria 283 
by evaluating 24 genomes for the presence of the aoxA gene encoding a protein with 284 
similarity to this kind of enzymes. The results revealed that in several cyanobacterial 285 
genera this gene is present, including Gloeobacter, Nostoc, Synechococcus, 286 
Synechocystis, and Trichodesmium. Furthermore, the same authors calculated 287 
possible molecular weights of 30-59 kDa (mainly 51-54 kDa) for the putative L-AAOs 288 
encoded by the aoxA gene. These results are in accordance to the findings from the 289 
present study, where a molecular weight of approximately 55 kDa for the L-AAO 290 
produced by strain Flo1 by using in-gel detection after non-denaturing SDS-PAGE 291 
was determined.  292 
Apart from that, Schriek and co-workers (2009) found Synechocystis sp. PCC 6803 293 
to produce an L-amino acid dehydrogenase of approximately 404 kDa in size. 294 
However, compared with L-AAOs, this enzyme is not causing any production of H2O2 295 
by its activity and, thereby, has no inhibitory effects. 296 
 297 
Phylogenetic analysis  298 
Phylogenetic trees were reconstructed to give an overview of strain Flo1 and its 299 
taxonomic position amongst closely related cyanobacteria.  300 
Nearly the complete 16S rDNA sequence (1,348 bp) of Flo1 was used for an initial 301 
BLAST search against GenBank, resulting in a sequence similarity of 99.6-100.0% to 302 
Geitlerinema PCC 7105 (GenBank accession no. AB039010 and AF132780, 303 
respectively). These unambiguous sequence identities clearly demonstrate the 304 
taxonomic position of strain Flo1 within the genus Geitlerinema. The affiliation of 305 
strain Flo1 to this genus and, in particular, to Geitlerinema PCC 7105 (AB039010 306 
and AF132780) is also documented in the phylogenetic tree (Fig. 3). Strain Flo1 307 




Geitlerinema MBIC10006 (AB058204) and Geitlerinema A28DM (FJ410907). The 309 
overall tree topology was supported by all tree-making methods used in this study. 310 




In the present study we report for the first time of an inhibitory effect caused by an 315 
L-AAO produced by the marine filamentous cyanobacterium Geitlerinema strain 316 
Flo1. The enzyme described in the present study shows very high substrate specificity 317 
to L-lysine which is a novelty concerning a cyanobacterial strain. The function of the 318 
L-AAOs in the overall metabolism of cyanobacteria is still unclear (Gau et al., 2007), 319 
however, it is likely that L-AAOs are involved in the utilization of ammonia as a 320 
nitrogen source (MacHeroux et al., 2001). Additional studies are planned to gain 321 
more information about the L-lysine oxidase produced by Geitlerinema strain Flo1 322 
concerning its possible application as an antibiotic or in biotechnology. 323 
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Table 1 Antibacterial activity of cyanobacterial supernatants from strains Flo1 and 484 
PCC 7105 upon different target organisms. Zones of inhibition were determined after 485 
24 h of incubation. Further details are given in the material and method section.  486 
 487 
Microbial strain Growth 
medium 
Zones of inhibition (mm)a 
  Geitlerinema 
strain Flo1 
Geitlerinema 
strain PCC 7105 
Nosocomial strain    
Staphylococcus epidermidisb LB 19 0 
 
Laboratory strain 










Escherichia coli K12 LB 6 0 
Escherichia coli UM255  
(catalase negative mutant) 
LB 22 0 
Pseudomonas fluorescens ATCC 13525T LB 14 0 
Saccharomyces pastorianus DSM 6580NT MYG 0 0 
 488 
a Mean diameters of inhibition zones were quantified by subtracting the diameter of 489 
the well (6 mm). Tests were performed in quadruplicate 490 




Figure legends 492 
 493 
Fig. 1. Hydrogen peroxide production (ppm) formed in a peroxidase-coupled assay 494 
with concentrated culture supernatant of strain Flo1 in dependence of L-amino acids 495 
and D-lysine offered. Tests were performed in duplicate. C: control without any 496 




Fig. 2. H2O2 production and antibacterial activities exhibited by strains 501 
Geitlerinema PCC 7105 (I) and Flo1 (II) documented by SDS-PAGE (A) and two 502 
different in-gel assay techniques (Panels B and C). Triplicate lanes loaded with 503 
identical non-heated samples were handled separately after gel electrophoresis. 504 
Panel A was stained with Coomassie brilliant blue, the two others were used for in-505 
gel detection of the inhibitory substances using an H2O2 detecting assay (B) and an 506 
inhibitory plate test on LB agar with catalase negative mutant E. coli UM255 as 507 
target organism (C). M: molecular masses (kDa) of standard proteins (Spectra™ 508 
Multicolor Broad Range Protein Ladder; Fermentas). A coloured version of the figure 509 
is accessible as supplementary material (Supplementary Fig. S1, available in ZN 510 









Fig. 3. Neighbour-joining phylogenetic tree based on 16S rDNA sequences of strain 514 
Flo1 and closely related cyanobacteria. Bootstrap values (>50%) based on 1,000 515 
resamplings are shown. Filled circles: correspond also to nodes recovered in trees 516 
generated with the maximum-parsimony and maximum-likelihood algorithms. Open 517 
circles: correspond also to nodes recovered with either the maximum-parsimony or 518 
the maximum-likelihood algorithm. The sequence of Gloeobacter violaceus 519 
PCC 7421 (GenBank accession no. AF132790) was used as an outgroup. Bar, 0.1 520 
substitutions per nucleotide position. 521 
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